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In den Grundzügen ihrer zentralen zellulären Prozesse ähneln Archaea häufig den
Eukaryoten und sie weisen viele homologe Proteine mit diesen auf. Diese
Beobachtungen bleiben allerdings häufig auf vergleichende Genomanalysen und
-vorhersagen beschränkt, da sich viele Archaea aufgrund ihrer extremen Wachstums-
anforderungen nur schwer analysieren lassen. Bis heute ist daher vergleichsweise
wenig über globale Genregulation z.B. nach Stressreaktionen in Archaea bekannt und
darüber, welche Proteine mit dem "eukaryotischen" basalen Transkriptionsapparat
interagieren. Besonders bei hyperthermophilen Archaea ist es von Interesse
aufzuklären, wie die Zellen auf plötzliche Temperaturveränderungen, z.B.
Hitzeschock, reagieren.
Um die Hitzeschockreaktion an dem hyperthermophilen Modellorganismus Sulfolobus
solfataricus studieren zu können, wurden zunächst die Bedingungen, welche
Thermoadaption bzw. Hitzeschock auslösen, bestimmt. Es zeigte sich, dass der
Organismus eine Thermotoleranz gegenüber lethalen Temperaturen von 96°C
entwickelte, wenn er voher bei moderaten Hitzeschocktemperaturen von 88°C
adaptiert wurde. In Northern-Analysen wurde 30 Minuten nach Hitzeschock bei 88°C
eine verstärkte Transkription des Gens für die alpha Untereinheit des Thermosoms
(TF55) festgestellt, dem Chaperonin und Hsp60-Homolog der Archaea.
Für die Identifizierung von differentiell exprimierten Genen nach Hitzeschock wurde
die differential display Methode (DD-PCR) für S. solfataricus etabliert und
angewendet. Hierfür wurde die aus Zellen vor und nach Hitzeschock isolierte RNA in
cDNA revers transkribiert und anschliessend mit Zufallsprimern amplifiziert. Dadurch
wurde ein Gemisch von Amplifikaten erhalten, die ein komplexes und
reproduzierbares Transkriptionsmuster vor und nach Hitzeschock lieferten. Unter
Verwendung verschiedener Kombinationen von Oligonukleotiden in der DD-PCR
wurden insgesamt 32 cDNA-Fragmente erhalten, deren Mengen nach Hitzeschock
zunahmen. Durch Sequenzanalyse konnten diese 18 verschiedenen, potentiellen
Hitzeschockgenen im S. solfataricus Genom zugeordnet werden. Darunter befand
sich auch tf55alpha.
Zusammenfassung 2
In einer quantitativen PCR mit genspezifischen Primern wurden relative Zunahmen
der mRNA-Mengen nach Hitzeschock bestimmt. Bei 13 der in der DD-PCR
identifizierten Gene konnte eine Induktion verifiziert werden. Darunter war tf55alpha
mit 10,4-fach am stärksten induziert, die übrigen, neu identifizierten Hitzeschockgene
wiesen moderate Induktionen von 1,5- bis 3,1-fach auf. Zusätzlich wurden auch
Homologe bekannter Hitzeschockgene und basaler Transkriptionsfaktoren in die
quantitativen Analysen einbezogen. Dazu gehörten die Gene der beta und gamma
Untereinheit des Thermosoms, der Chaperone Prefoldin, Hsp20-1 und 2, der
Proteasen HtrA und Htpx, sowie der Transkriptionsfaktoren TBP, TFB-1 und 2. Die
meisten dieser Gene waren nach Hitzeschock zwischen 1,8-fach (Prefoldin) und 5,4-
fach (htrA) induziert, die Transkriptmengen von tf55gamma, tbp und tfb-2 nahmen
jedoch nach Hitzeschock ab. Insgesamt wurde somit bezüglich der relativen
Transkriptmengen eine moderate Hitzeschockantwort in S. solfataricus festgestellt.
Sieben der neu identifizierten Hitzeschockgene konnte aufgrund von Ähnlichkeiten
mit Genen aus den öffentlichen Datenbanken eine Funktion zugeordnet werden.
Neben tf55alpha wurden so Gene für eine potentielle Transposase und von an
diversen physiologischen Reaktionen beteiligten Proteinen identifiziert. Die übrigen
Hitzeschockgene hatten bisher unbekannte Funktionen und ihr Vorkommen war allein
auf die Archaea oder die Gattung Sulfolobus beschränkt. Darunter waren drei Gene,
deren Proteinsequenzen in S. solfataricus zu einer sieben Mitglieder umfassenden
Familie mit coiled-coil Strukuren gehörten, welche im konservierten C-Terminus ein
Motiv von RecBC-Endonukleasen enthielten. Ein anderes potentielles Hitzeschockgen
zeigte entfernte Ähnlichkeiten mit HrcA, einem transkriptionellen Repressor von
Hitzeschockgenen in Bakterien.
Um einen Einblick in die Regulation der Hitzeschockgene zu bekommen, wurden die
Transkriptionsstartstellen von fünf neu identifizierten Hitzeschockproteinen sowie von
tf55alpha und tf55beta bestimmt. In einer Entfernung von 21 bis 26 Nukleotide
stromauf vom Transkriptionsstart wurden die basalen Promotorelemente TATA-Box
und BRE-Element identifiziert, welche dem bekannten, archaealen Konsensus
entsprachen. Ausserdem wurden zwei AT-reiche Strukturen zwischen den
Promotoren und Transkriptionsstarts der Hitzeschockgene gefunden, die potentielle
cis-regulatorsiche Elemente darstellen könnten.
Zusammenfassung 3
Mit dieser Arbeit konnten erste Einblicke in die Hitzeschockantwort eines
hyperthermophilen Archaeons erhalten werden. Durch die Identifizierung potentieller
cis-regulatorischer Elemente, eines mit dem HrcA-Repressor verwandten Proteingens
sowie einer neuen, RecBC-ähnlichen Endonukleasenfamilie sind Grundlagen für die
Erforschung der Hitzeschockantwort in S. solfataricus gelegt worden.
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2. Einleitung
Sulfolobus: Modellorganismus für hyperthermophile Archaea
Die Entdeckung der Archaea als phylogenetisch eigenständige Domäne neben den
Bacteria und Eukarya (Woese et al., 1990) hat einen wichtigen Beitrag zum heutigen
Verständnis der Entwicklungsgeschichte des Lebens geleistet. Das wissenschaftliche
Interesse an Archaea ist aber auch in ihren Fähigkeiten begründet, extreme Habitate
besiedeln zu können. So gibt es Vertreter, die bei extremen pH-Werten von 0
(Schleper et al., 1995b) und 12 (Jones et al., 1998), Salzkonzentrationen bis 5 M
Natriumchlorid (30% NaCl) (Oren, 1994) und hohen Temperaturen bis 121°C
(Kashefi & Lovley, 2003) wachsen. Mit Hilfe molekularbiologischer Methoden wurde
inzwischen nachgewiesen, dass Archaea nicht ausschliesslich extreme und strikt
anaerobe Standorte, sondern auch moderate, aerobe Habitate besiedeln können. So
wurden sie unter anderem auch als Endosymbionten, in Erdböden, in Seen und in
Meeresplankton identifiziert, wo sie bis zu 30% der mikrobiellen Population
ausmachen können (Delong et al., 1994). Bisher ist jedoch nicht gelungen, einzelne
Vertreter dieser moderaten und aeroben Archaea zu kultivieren.
Die Archaea werden in Euryarchaeota, Crenarchaeota, Nanoarchaeota und
Korarchaeota unterteilt. Während die letzten beiden Gruppen aus bisher einem
einzigen Organismus (Nanoarchaeum equitans, Huber et al., 2002) bzw. aus
isolierten Umwelt-DNA Sequenzen einer hyperthermophilen Spezies bestehen,
umfassen die ersten beiden Gruppen die bekannten, kultivierten extremophilen
Archaea. So gehören zu den Euryarchaeota methanogene (anaerobes Wachstum
durch Methanproduktion aus molekularem Wasserstoff und Kohlendioxid), halophile
(Wachstum mit 15-30% Natriumchlorid im Medium), sowie (hyper)thermophile
Archaea. Die kultivierten Crenarchaeota umfassen ausschliesslich (hyper)-
thermophile, meist Schwefel-abhängige Archaea, zu denen auch Sulfolobus gehört
(Stetter et al., 1983, Zillig et al., 1990).
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Vertreter der Gattung Sulfolobus findet man häufig in terrestrischen Solfataren
vulkanischen Ursprungs (Brock et al., 1972; Zillig et al., 1994). Sie gehören zu den
thermophilsten Aerobiern, die momentan bekannt sind. Sulfolobus besitzt ein
Temperaturoptimum von ca. 80°C, ist acidophil (pH 3) und wächst heterotroph mit
Kohlenhydraten und Aminosäuren als Kohlenstoff- und Energiequelle. Dabei werden
in der Regel die oligomeren Formen der Kohlenstoffquellen (z.B. Stärke, Trypton)
gegenüber den Monomeren (z.B. Glucose, L-Aminosäuren) bevorzugt. Fermentation
und heterotrophes Wachstum unter anaeroben Bedingungen, oder autotrophes
Wachstum durch Reduktion von elementarem Schwefel finden nicht statt (Grogan,
1989).
Obwohl Sulfolobus extremophil ist, lässt er sich sowohl in Flüssigkultur als auch auf
Festmedium einfach kultivieren und ist der am häufigsten studierte Organismus
innerhalb der Crenarchaeota. Basale Transkriptions- und Translationsmechanismen
von Sulfolobus wurden mit in vitro-Systemen untersucht (Qureshi et al., 1997; Bell &
Jackson, 2001; Condo et al., 1999; Benelli et al., 2003). Viele verschiedene
genetische Elemente, wie Viren, Plasmide und Insertionselemente, sind bereits
identifiziert worden (Zillig et al., 1998; Schleper et al., 1995a; Martusewitsch et al.,
2000) und es existieren erste Transformationssysteme (Stedman et al., 1999;
Jonuscheit et al., 2003) und selektierbare Marker, um genetische Studien in vivo
durchführen zu können (Schleper et al., 1994; Martusewitsch et  a l., 2000).
Ausserdem stehen bereits die Genomsequenzen von S. solfataricus (She et al., 2001)
und S. tokodaii (Kawarabayasi et al., 2001) zur Verfügung. Somit hat sich Sulfolobus
zu einem Modellorgansimus für Studien an hyperthermophilen Archaea entwickelt.
Hyperthermophile und ihre Anpassung an extreme Temperaturen
Heute sind etwa 75 Spezies hyperthermophiler Organismen aus den Domänen der
Bacteria und Archaea bekannt, die aus verschiedenen terrestrischen und marinen
Thermalquellen isoliert werden konnten (Huber et al., 2000). Zu diesen Biotopen
gehören zum einen terrestrische Solfataren, die im Yellowstone National Park (USA),
in Italien, Japan, auf Island und Neuseeland vorkommen, und zum anderen heisse
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Sedimente und hydrothermale Quellen der Tiefsee, z.B. im Guaymas-Becken
(Mexiko) und im Golf von Kalifornien. Solfataren sind entweder sauer und sulfatreich
oder neutral bis schwach alkalisch und chloridreich. Heisse Quellen erreichen
Temperaturen von bis zu 100°C, submarin aufgrund des hydrostatischen Drucks der
Wassersäule sogar noch mehr.
Hyperthermophile sind aufgrund ihrer Phylogenie und Physiologie sehr divergent und
werden in 10 Ordnungen und 29 Gattungen unterteilt (Stetter, 1996). Sie zeichnen
sich alle durch Temperaturoptima um 80°C und höher aus (Stetter et al., 1990). Im
16S rDNA-basierenden phylogenetischen Stammbaum gruppieren sie nah an der
Wurzel und besetzen möglicherweise die tief abzweigenden und ursprünglichen
Linien der archaealen und bakteriellen Domänen. Für diese Organismen gilt, je tiefer
sie im 16S rRNA-Stammbaum abzweigen, desto heisser leben sie (Stetter, 1999).
Innerhalb der Bakterien besitzen Aquifex pyrophilus (max. 95°C) und Thermotoga
maritima (max. 90°C) die höchsten Wachstumstemperaturen, innerhalb der Archaea
sind es die crenarchaealen Gattungen Pyrolobus, Pyrodictium, Hyperthermus,
Pyrobaculum, Aeropyrum und die euryarchaealen Gattungen Pyrococcus und
Methanopyrus, die bei maximal 100-113°C wachsen (Stetter, 1999).
Das Angebot an Nährstoffen ist in vielen Thermalquellen sehr begrenzt, deshalb
leben viele Hyperthermophile chemolithoautotroph mit anorganischen Energiequellen
(Schwefel, Sulfid, Eisen, Wasserstoff) und Kohlendioxid als einziger C-Quelle. Dabei
können sie entweder aerob Sauerstoff- oder anearob Nitrat-, Eisen-, Sulfat-,
Schwefel- oder Kohlendioxid-Atmung betreiben. Heterotrophe Hyperthermophile
verwenden organisches Material zur Energiegewinnung, aerob und anaerob, oder
betreiben Fermentation (Stetter, 1999).
Seitdem Hyperthermophile bekannt sind, stellt sich die Frage, wie diese Mikro-
organismen hohe Temperaturen nicht nur tolerieren, sondern dabei ihr Wachstums-
optimum finden. Hierfür gibt es kein einheitliches Prinzip, stattdessen werden
verschiedene Strategien verwendet, um die Makromoleküle der Zelle (Lipide,
Proteine, Nukleinsäuren) vor der Degradation zu schützen.
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Die Zellmembranen der Archaea bestehen aus Ether-Lipiden, die im Gegensatz zu
den Ester-Lipiden der Bakterien resistenter gegenüber Hydrolyse und hohen
Temperaturen sind.
Die Proteine der Hyperthermophilen besitzen auch in vitro eine extrem hohe Stabilität
bei Hitze, die sogar über der maximalen Wachstumstemperatur des Organsimus
selbst liegen kann (Koch et al., 1990). Die Thermostabilität wird durch viele
intrinsische Faktoren bewirkt, d.h. die Proteine sind aufgrund ihrer Struktur
hitzeangepasst. Thermophile Proteine bestehen im Durchschnitt aus weniger
Aminosäuren und haben eine kompaktere Struktur als mesophile Proteine. Dabei
werden hydrophobe und geladene Aminosäuren bevorzugt, um die Hydrophobizität
des Proteinkerns und elektrostatische Wechselwirkungen zu erhöhen (Übersicht bei
Kumar & Nussinov, 2001).
Die Thermostabilität von stabilen Ribonukleinsäuren wie tRNA und rRNA beruht
höchstwahrscheinlich auf vielseitigen Basenmodifikationen und auf einem hohen GC-
Gehalt, wodurch die Sekundärstrukur der RNA besser stabilisiert wird (Kowalak et al.,
1994). Die chromosomale DNA hyperthermophiler Archaea besitzt dagegen oft einen
extrem niedrigen GC-Gehalt (unter 40 mol% GC) und wird wahrscheinlich durch
DNA-Bindeproteine stabilisiert. Archaea besitzen Histone, die den basischen Histonen
von Eukaryoten ähneln (Reddy & Suryanarayana, 1989; Sandman et al., 1990). Diese
kommen in fast allen Euryarchaeoten vor, in Crenarchaeoten wurden sie aber bisher
nicht gefunden. In vitro Studien haben gezeigt, dass Histone die Schmelztemperatur
von DNA deutlich erhöhen (Sandman et al., 1990). Alba (acetylation lowers binding
affinity) ist ein weiteres DNA-Bindeprotein, welches in vielen thermophilen und
hyperthermophilen Archaea vorkommt (Wardleworth et al., 2002). Ähnlich den
eukaryotischen Histonen wird die DNA-Bindeaffinität durch Acetylierung und
Deacetylierung reguliert. Es wurden eine Reihe weiterer, ebenfalls sequenz-
unabhängiger DNA-Bindeproteine beschrieben, die auf einzelne archaeale Spezies
beschränkt sind, z.B. Sul7d von Sulfolobus, HTa von Thermoplasma und MC1 von
Methanosarcina und Halobakterien (Übersicht bei Reeve, 2003). Die Archaea
scheinen folglich keinen universellen Mechanismus für die Verpackung ihrer Genome
zu besitzen, sondern haben verschiedene Lösungen entwickelt, DNA zu kondensieren
und vor Hitze zu schützen.
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Das einzige gemeinsame Kriterium hyperthermophiler Prokaryoten ist die Reverse
Gyrase, eine Typ I DNA-Topoisomerase, die die DNA positiv superspiralisiert
(Bouthier de la Tour et al., 1990 & 1991). Es wird vermutet, dass dadurch die
Stabilität der DNA erhöht wird. In allen anderen Lebewesen bildet die DNA dagegen
eine negative Superhelix. Ausserdem besitzen Hyperthermophile, wie alle anderen
Organismen, Hitzeschockproteine, die einen grossen Teil des Gesamtproteins der
Zelle ausmachen und diese vor dem thermalen Kollaps bewahren.
Stress und archaeale Chaperone
Eine Zelle steht unter Stress, sobald sich die Umweltbedingungen abrupt ändern und
suboptimal werden. Die Ursachen für eine Stressreaktion können Veränderungen der
Temperatur, des pH-Wertes, der Salz- und Sauerstoffkonzentration sein (Übersicht
bei Macario et al., 1999). Die Folge ist die Denaturierung und Aggregation der
Proteine in der Zelle, die durch diese Veränderungen ihre native, funktionelle
Konfiguration verlieren. Dieser Prozess ist bis zu einem bestimmten Punkt reversibel,
wird dieser jedoch überschritten, dann ist der Zelltod die Folge. Eine weitere
Reaktion auf Stress ist ein Verlangsamen oder Abschalten der Transkription von
sogenannten housekeeping Genen, die an physiologischen Standardfunktionen der
Zelle beteiligt sind. Dies kann sowohl ein aktiver Prozess sein, bei dem die Synthese
aller, für die Stressreaktion nicht benötigter Genprodukte reprimiert wird, als auch
ein passiver, indem die Zellfunktionen zusammenbrechen. Ein für das Überleben
essentieller Mechanismus ist daher die Induktion bestimmter Stressproteine, die die
Zelle vor destruktiven Auswirkungen schützen und eine Regeneration nach dem
Stress ermöglichen. Ein Teil dieser Stressproteine, die molekularen Chaperone,
werden auch unter normalen physiologischen Bedingungen benötigt, indem sie durch
Faltungsprozesse, Translokation und Assemblierung an der Proteinbiogenese beteiligt
sind (Übersicht bei Martin & Hartl, 1997).
Die am besten untersuchte Stressreaktion ist der Hitzeschock, d.h eine Erhöhung der
Umgebungstemperatur über das Optimum hinaus und eine damit verbundene
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Induktion von Hitzeschockproteinen (heat shock proteins, Hsp). Stressproteine
werden aus historischen Gründen auch Hsp genannt, da sie zuerst durch
Hitzeschockexperimente an Drosophila entdeckt wurden (McKenzie et al., 1975). Sie
werden nach ihrer molekularen Masse in Familien unterteilt, bestehend aus Hsp100
(>100 kDa), Hsp90 (81-99 kDa), Hsp70 (65-80kDa), Hsp60 (55-64 kDa), Hsp40 (35-
54 kDa) und sHsp (small Hsp, <35 kDa) (Macario et al., 1999).
Chaperonine
Es gibt eine Reihe von Chaperonen, die entfaltete Proteine binden und sie vor dem
Aggregieren schützen, aber der Faltungsprozess selbst unterliegt allein den
Chaperoninen, auch Hsp60 genannt (Hemmingsen et al., 1988). Sie sind ubiquitär in
allen Lebewesen vorhanden, mit Ausnahme von zwei Mycoplasma Spezies (Glass et
al., 2000). Hsp60 Gene sind aufgrund ihrer zentralen zellulären Rolle hoch
konserviert und werden in zwei Gruppen unterteilt. Chaperonine der Gruppe I
kommen in Bakterien, Mitochondrien und Chloroplasten, die der Gruppe II im
eukaryotischen Cytosol und in Archaea vor.
Studien mit dem Hsp60 Homolog von E. coli (GroEL) haben gezeigt, dass es
essentiell ist (Fayet et al., 1989) und unter Hitzeschock induziert wird (Parsell &
Sauer, 1989). Es bildet einen tönnchenförmigen Komplex aus zwei Ringen, die
wiederum aus sieben gleichen Untereinheiten bestehen. Im Inneren des Komplexes
findet in Anwesenheit des Cofaktors GroES die ATP-abhängige Faltung der Proteine
statt (Braig et al., 1994).
Die chaperone-containing T-complex polypeptide 1 (CCT) Proteine der Eukaryoten
gehören zur Gruppe II der Chaperonine. Sie kommen in geringen Mengen im Cytosol
vor und sind nicht hitzeinduziert, wobei ihre Hauptaufgabe die Faltung von Aktin und
Tubulin ist (Frydman et al., 1992). Alle acht Gene sind essentiell und in einer
spezifischen Anordnung im Ring-Komplex vorhanden (Stoldt et al., 1996).
Archaea besitzen wie die Eukaryoten Chaperonine der Gruppe II, auch Thermosom
genannt. Diese bilden ebenfalls tönnchenförmige Strukturen aus, in der zwei homo-
oder hetero-oligomere Ringe aus je acht bis neun Untereinheiten aufeinander sitzen.
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Die Mehrheit der archaealen Chaperonine besitzt eine achtfach-Symmetrie, die der
Sulfolobales eine neunfache (Trent et al., 1996). In den bisher bekannten
Genomsequenzen findet man ein bis drei homologe Gene, mit Ausnahme von
Methanosarcina acetivorans, das fünf besitzt (Übersicht bei Lund et al., 2003). Das
Vorkommen multipler Chaperoningene scheint keinen selektiven Vorteil zu bieten und
ist vermutlich das Ergebnis von Genduplikation bzw. Genverlust, was häufig bei
Archaea zu beobachten ist (Archibald et al., 1999 & 2001). Horizontaler Gentransfer
hat offenbar dazu geführt, dass einige Archaea (M. acetivorans, M. mazei) über
zusätzliche Sequenzen in ihrem Genom verfügen, die Homologien zur Gruppe I der
Chaperoningene von Bakterien aufweisen (Deppenmeier et al., 2002).
Das Thermosom von Sulfolobus, auch thermophilic factor 55 (TF55) genannt, ist ein
hetero-oligomerer Komplex, der unter Hitzeschock verstärkt synthetisiert wird und
dabei bis zu 40% der gesamten Proteine in der Zelle ausmacht (Trent et al., 1991;
Kagawa et al., 1995). Ursprünglich wurde TF55 in S. shibatae entdeckt, in dem es
Zellen überlebensfähiger bei lethalen Temperaturen von 92°C machte, wenn diese
vorher einem moderaten Hitzeschock von 88°C ausgesetzt wurden (Trent et al.,
1990). Diese erworbene Thermotoleranz wurde auf eine erhöhte Expression von tf55
unter Hitzeschock zurückgeführt. Es wurden drei Untereinheiten (alpha, beta,
gamma) identifiziert, deren Verhältnis zueinander abhängig von den Wachstums-
temperaturen variiert (Kagawa et al., 2003). Nach Hitzeschock war die Expression
von alpha erhöht, bei niedrigen Wachstumstemperaturen die von gamma, wobei beta
immer konstant blieb. Das deutet auf eine regulierte Expression der beiden
Untereinheiten abhängig von der Temperatur hin.
Die Funktion der archaealen Chaperonine in vivo ist noch nicht ganz aufgeklärt.
Jedoch lässt die Hitzeinduzierbarkeit auf Chaperonfunktionen schliessen, die auch
bereits in vitro gezeigt werden konnte (Furutani et al., 1998). Bei isolierten
Chaperoninproteinen wurde unter physiologischen Bedingungen die Ausbildung von
Filamenten beobachtet, so dass auch eine Rolle für die Ausbildung eines Zytoskeletts
vermutet wurde (Trent et al., 1997). Auch wurde eine Funktion für die Integrität von
Membranen diskutiert (Trent et al., 2003) und es konnte bereits gezeigt werden,
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dass der CCT Komplex von S. solfataricus an Bindung und Prozessierung von 16S
RNA und somit an der Biogenese von Ribosomen beteiligt ist (Ruggero et al., 1998).
Chaperone
Die small heat shock proteins (sHsp, Hsp20), die aufgrund ihrer geringen Grösse von
15-40 kDa so bezeichnet werden, sind in fast allen Lebewesen vorkommende, ATP-
unabhängige, bei Stress verstärkt synthetisierte, molekulare Chaperone. Sie werden
auch α -Crystalline genannt, da sie homolog den α-Crystallin-Proteinen aus
Augenlinsen sind (Übersicht bei Narberhaus, 2002; Laksanalamai & Robb, 2003). Die
sHsp assoziieren zu grossen Komplexen von bis zu 800 kDa, die sich unter
Stressbedingungen zu noch grösseren Strukturen von mehreren Megadaltons
zusammenschliessen (Ruepp et al., 2001). Funktionell sind sie nicht direkt an der
Faltung denaturierter Proteine beteiligt, sondern halten diese in einem geschützten
Zustand gebunden, der eine spätere Faltung durch Chaperonine ermöglicht. In allen
bisher bekannten archaealen Genomen sind ein bis fünf Homologe codiert. Für das
sHsp Homolog aus Pyrococcus furiosus wurde bereits gezeigt, dass es unter
Hitzeschock induziert wird und dass das rekombinante Protein in der Lage war,
E. coli Zellen eine erhöhte Thermotoleranz zu verleihen (Laksanalamai et al., 2001).
Das Hsp70 Chaperon System umfasst die drei Komponenten Hsp70 (DnaK), Hsp40
(DnaJ) und Hsp23 (GrpE). Sie schützen sowohl native Polypeptide während der de
novo Proteinsynthese, als auch denaturierte Proteine vor der Aggregation unter
Stressbedingungen, und sind an der Deassemblierung multimerer Proteinkomplexe
beteiligt (Bukau & Horwich, 1998). Gene für das Hsp70 System sind in allen
bakteriellen und eukaryotischen Genomen gefunden worden, fehlen jedoch vielen
Archaea (Ruepp et al., 2001). Die wenigen archaealen Vertreter, die hsp70 besitzen,
haben dies vermutlich über lateralen Gentransfer aus Bakterien aufgenommen, wobei
auch die gleiche Anordung hsp23-hsp70-hsp40 im Gencluster beibehalten wurde
(Macario et al., 1999). Die Funktion von Hsp70 in Archaea ist bislang unklar, es
scheint jedoch eine begrenzte Rolle bei der Proteinfaltung zu spielen (Ruepp et al.,
2001).
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Der ATP-unabhängige Chaperon Komplex GimC/Prefoldin wurde zuerst in Eukaryoten
entdeckt und wird bei der Faltung von Aktin und Tubulin benötigt (Geissler et al.,
1998; Vainberg et al., 1998). Dabei bindet der hetero-hexamere Komplex
vorübergehend native und entfaltete Polypeptide und geleitet diese zum
cytosolischen Chaperonin (TriC/CCT). Prefoldin Homologe sind bisher in allen
archaealen Genomen gefunden worden, von denen die meisten zwei Untereinheiten
(alpha und beta) besitzen (Ruepp et al., 2001). Vergleichende Sequenzanalysen
deuten darauf hin, dass archaeale und eukaryotische GimC-Untereinheiten homolog
sind und sich ein ursprünglicher, einfacher Komplex, wie er in den Archaea vorliegt,
bei den Eukaryoten in sechs Untereinheiten differenziert hat. Funktionelle in vitro
Studien mit Prefoldin aus Methanobacterium und Pyrococcus haben gezeigt, dass es
nicht-native Proteine bindet und diese bis zur Interaktion mit Chaperoninen
stabilisiert (Leroux et al., 1999; Okochi et al., 2002). Aufgrund der breiten
Substratspezifität und der direkten Interaktion mit Chaperonin wird vermutet, dass
Prefoldin als funktionelles Analogon von Hsp70 in Archaea fungiert, welches den
meisten Archaea fehlt (Ruepp et al., 2001).
Eine weitere Gruppe von Chaperonen, von der homologe Sequenzen in den
Genomen der Archaea gefunden wurden, sind die AAA-ATPasen (AAA, ATPase
associated with various cellular activities), die ähnlich den Chaperoninen
Proteinkomplexe mit hohem Molekulargewicht ausbilden (Lupas et al., 1997). Sie
werden aufgrund ihrer Fähigkeit Proteine zu falten und zu entfalten auch unfoldases
genannt (Vale, 2000). AAA-Proteine kommen in Eukaryoten und Prokaryoten vor und
haben viele verschiedene Aktivitäten. Zu dieser Gruppe gehören Metalloproteasen, an
der Biogenese von Vesikeln und Organellen beteiligte Proteine, Zellzyklus-
Regulatoren und Komponenten des Proteasoms (Patel & Latterich, 1998). So werden
sie auch als Domänen in den Proteasen Lon und VAT gefunden (Ruepp et al., 2001).
Zusammen mit Chaperoninen bilden sie eine ‚‚Qualitätskontrolle’’ in der Zelle, die
über das Schicksal ent- und ungefalteter Proteine entscheidet.
Allgemein ist über die genaue Funktion und Aktion von Hitzeschockproteinen in
Archaea wenig bekannt. Bisher wurden nur einige wenige Hitzeschockproteine
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einzelner archaealer Vertreter genauer studiert. Das bisherige Wissen stützt sich
meist auf den Vergleich mit homologen Proteinen von Bakterien und Eukaryoten, die
man aus den vorhandenen Genomdaten erhalten hat.
Eine erste Transkriptionsanalyse von 201 ausgewählten Genen aus dem
hyperthermophilen Archaeon Pyrococcus furiosus deutet darauf hin, dass der
Organismus eine kooperative Strategie anwendet, um die negativen Auswirkungen
von Hitzeschock zu kompensieren (Shockley et al., 2003). Neben verschiedenen
Chaperongenen, hauptsächlich denen des Thermosoms, von Hsp20 und VAT, waren
auch solche induziert, die an der Synthese von compatible solutes (DIP/Di-Myo-
Inositol-Phospat, Trehalose) beteiligt sein können, welche unter Hitzestress
stabilisierende Wirkungen auf Proteine ausüben. Homologe Gene des Proteasoms
waren ebefalls leicht induziert, welches letztlich für die Proteolyse denaturierter
Proteine zuständig ist.
Transkription in Archaea
Obwohl Archaea und Bacteria aufgrund ihres einfachen zellulären Aufbaus zu den
Prokaryoten zusammengefasst werden, ist der basale Transkriptionsapparat von
Archaea dem der Eukaryoten sehr ähnlich. Archaea besitzen zwar nur eine einzige
RNA-Polymerase (RNAP), diese ist jedoch in ihrer Zusammensetzung aus bis zu 15
Untereinheiten den eukaryotischen RNAPs ähnlich. Die archaeale RNAP und die RNAP
II der Eukaryoten erkennen ähnliche Kernpromotorstrukturen, die TATA-Box und das
BRE Element (transcription factor B recognition element), die sich 25-30 Nukleotide
stromauf vom Transkriptionsstart befinden. Eine typische TATA-Box besitzt bei
thermophilen Archaea den Konsensus TTTA(A/T)A. Das direkt stromauf benachbarte
BRE ist eine purinreiche Sequenz und ist weniger stark konserviert. Mutationsstudien
haben gezeigt, dass die Sequenzen der Promotorelemente direkten Einfluss auf die
Promotorstärke haben (Qureshi & Jackson, 1998; Palmer & Daniels, 1995; Hain et
al., 1992; Reiter et al., 1990).
BRE und TATA-Box fungieren als Bindestellen für die archaealen Homologe des
eukaryotischen TATA-Box-Bindeproteins (TBP) und des Transkriptionsfaktors IIB
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(TFIIB) (Hausner et al., 1996), welches in Archaea als TFB bezeichnet wird. In
Archaea sind RNAP, TBP und TFB ausreichend für die Initiation der Transkription in
vitro (Hethke et al., 1996 & 1999; Qureshi et al., 1997; Bell et al., 1998). Während
der archaealen Transkriptionsinitiation findet die Bindung von TBP an die TATA-Box
und von TFB am benachbarten BRE statt. Dabei ist die TFB/BRE-Bindung sowohl für
die Stabilität des TBP/TATA-Komplexes wichtig, als auch für die Rekrutierung der
RNAP zum Transkriptionsstart (Bell & Jackson, 2001; Soppa, 2001). Die Transkription
startet am Initiatorelement (INR), wobei ein Sequenzwechsel von Purin (-1) auf
Pyrimidin (+1) charakeristisch ist (Hain et al., 1992).
Einige Archaea besitzen mehrere TBP- und/oder TFB-Homologe, die möglicherweise
verschiedene TATA- und BRE-Sequenzen erkennen (Baliga et al., 2000).
Weitere Transkriptionsfaktoren, wie sie in Eukaryoten vorkommen, sind in Archaea
nicht vorhanden, mit Ausnahme von TFE, einem Homolog der eukaryotischen TFIIE
alpha Untereinheit. Dieser Transkriptionsfaktor ist zwar nicht essentiell, kann jedoch
die Transkription in vitro bis zu dreifach verstärken (Bell et al., 2001; Hanzelka et al.,
2001).
Regulation der Transkription
Bioinformatische Studien vorhandener archaealer Genome haben die Vorhersage von
Transkriptionsregulatoren mit helix turn helix (HTH), Arc/MetJ und Zink-Finger
Motiven und von regulatorischen DNA-Bindestellen ermöglicht (Aravind & Koonin,
1999; Gelfand et al., 2000). Weiterhin wurde unter den vorhergesagten, potentiellen
Transkriptionsfaktoren relativ häufig eine grössere Ähnlichkeit mit bakteriellen
Regulatoren gefunden, als mit eukaryotischen (Kyrpides & Ouzounis, 1999).
Trotz der stetig wachsenden Anzahl der zur Verfügung stehenden archaealen
Genome ist noch wenig bekannt über die Regulation der Genexpression, da bisher in
nur sehr wenigen Organismen, für die bereits genetische Systeme entwickelt wurden,
regulatorische Elemente funktionell analysiert werden konnten. Globale Regulatoren,
wie z.B. die sigma-Faktoren der Bakterien, wurden in Archaea bislang nicht
gefunden. Mittlerweile hat man anhand einzelner Studien Hinweise darauf, dass die
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archaeale Genexpression einen chimären Charakter haben könnte, indem bakterielle
Regulatoren die Aktivität des Eukarya-verwandten basalen Transkriptionsapparates
steuern.
Als erster archaealer Genregulator wurde der virale Repressor T6 des Phagen φH von
Halobacterium beschrieben (Ken & Hackett, 1991). Einige in vitro Transkriptions-
studien mit negativen Regulatoren haben gezeigt, dass diese Proteine entweder an
Positionen binden, die direkt mit der TATA-Box und dem BRE-Element überlappen
(TrmB, Lee et al., 2003; Lrs14, Napoli et al., 1999; Bell & Jackson, 2000), oder am
Ort der Transkriptionsinitation (MDR1, Bell et al., 1999a; LrpA, Brinkman et al., 2000;
Dahlke & Thomm, 2002; Phr, Vierke et al., 2003) binden und so in direkter
Konkurrenz mit der basalen Transkriptionsmaschinerie stehen. Die putativen
Transkriptionsaktivatoren scheinen dagegen stromauf vom Promotor (LysM;
Brinkman et al., 2002) oder stromab der Transkriptionsinitationsstelle (Tfx;
Hochheimer et al., 1999) zu binden.
Der einzige, bekannte Genregulator mit Ähnlichkeiten zu eukaryotischen Faktoren,
der bisher in Archaea identifiziert werden konnte, ist GvpE aus Halobakterien (Krüger
et al., 1998; Plösser & Pfeifer, 2002). Dabei handelt es sich um ein DNA-Bindeprotein
mit Leucinzippermotiv, welches typisch für eukaryotische Transkriptionsregulatoren
wie z.B. GCN4 aus Saccharomyces cerevisiae ist. Mit in vivo-Studien konnte gezeigt
werden, dass GvpE die Gasvesikelsynthese in Halobakterien aktiviert, indem es
vermutlich mit der basalen Transkriptionsmaschinerie in Wechselwirkung tritt
(Hofacker et al., 2004).
Regulation von Hitzeschockpromotoren
Die Regulation von Hitzeschockgenen wurde in Bakterien und Eukaryoten bereits
intensiv untersucht. Bei Bakterien wurden zwei verschiedene Strategien zur Kontrolle
der Expression von Hitzeschockgenen beschrieben, die positive und negative
Regulationsmechanismen beinhalten. Positive Regulation basiert auf der spezifischen
Erkennung von Hitzeschockpromotoren durch alternative sigma-Faktoren. Der am
besten untersuchte Hitzeschock sigma-Faktor ist sigma-32 (RpoH) aus Escherichia
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coli. Ein Temperaturanstieg führt zur Anhäufung von sigma-32 Protein und
anschliessend zur Induktion von ca. 30 Hitzeschockproteinen, die der sigma-32
Kontrolle unterliegen (Yura et al., 2000). Sigma-32 selbst unterliegt der feedback-
Kontrolle durch die DnaK-Maschinerie, bestehend aus DnaK, DnaJ und GrpE. Diese
tritt unter stressfreien Bedingungen mit sigma-32 in Wechselwirkung und fördert
dessen Abbau durch die FtsH Protease. Unter Hitzeschock-Bedingungen wird DnaK
jedoch durch denaturierte Proteine von sigma-32 wegtitriert, so dass der sigma-
Faktor mit dem RNA-Polymerasekernenzym assoziieren und die Transkription des
sigma-32 Regulons induzieren kann (Gross, 1996; Yura et al., 2000).
Die negative Regulation von Hitzeschockgenen hängt von der spezifischen Bindung
eines Repressorproteins an eine Zielsequenz innerhalb der Promotorregion ab
(Narberhaus, 1999). Unter Hitzeschock wird dann die DNA-Protein Wechselwirkung
aufgehoben und die Induktion der Transkription kann stattfinden. Der am häufigsten
verbreitete negative Hitzeschock-Kontrollmechanismus ist das CIRCE-System
(controlling inverted repeat of chaperone expression) (Zuber & Schumann, 1994),
das bei mehr als 70 Operons aus über 40 Eubakterien beschrieben wurde (Hecker et
al., 1996; Segal & Ron, 1996). Unter stressfreien Bedingungen fungiert es zum einen
als Bindestelle für das Repressorprotein HrcA (heat regulation at CIRCE) (Roberts et
al., 1996), zum anderen sorgt es für den schnellen mRNA-Abbau durch die
Ausbildung destabilisierend wirkender Sekundärstrukturen (Homuth et al., 1999).
Hier findet die Regulation sowohl auf transkriptioneller als auch auf post-
transkriptioneller Ebene statt. HrcA benötigt GroESL zum Erlangen einer aktiven,
inhibitorisch wirkenden Konformation. Sobald der GroESL-Pool durch das Binden von
denaturierten Proteinen nach einem Hitzeschock erschöpft ist, wird HrcA inaktiv und
die CIRCE-kontrollierten Hitzeschockgene können exprimiert werden (Mogk et al.,
1997).
Ein komplexer Regulationsmechanismus wurde in Bradyrhizobium japonicum, einem
Stickstoff-fixierenden und Wurzelknöllchen-bildenden Symbionten der Sojabohnen-
pflanze entdeckt. Hier erfolgt die Kontrolle der Hitzeschockgene durch ein Netzwerk
aus positiver (RpoH, Narberhaus et al., 1997) und negativer Regulation (CIRCE,
Minder et al., 2000). Ein Teil der Hitzeschockgene unterliegt der Kontrolle durch das
Regulationselement ROSE (repression of heat shock gene expression). Es umfasst
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eine konservierte DNA-Region aus ca. 100 Nukleotiden, die sich innerhalb der nicht-
translatierten 5’-Region der mRNA zwischen Transkriptions- und Translationsstart
befindet (Narberhaus et al., 1998). Die mRNA dieser HSPs wird zwar unter normalen
Wachstumsbedingungen gebildet, kann jedoch nicht translatiert werden. Dabei bildet
das ROSE-Element eine Sekundärstruktur, die die Position der Translationsinitiation
auf der mRNA für das Ribosom unzugänglich und zudem die mRNA instabil macht.
Sobald die Temperatur als Folge des Hitzeschocks ansteigt, schmilzt diese Struktur
auf und die Translation kann stattfinden (Nocker et al., 2001).
In Eukaryoten erfordert die stressinduzierte Transkription die Aktivierung eines
Hitzeschockfaktors HSF (heat shock factor), welcher als Trimer an ein
Promotorelement HSE (heat shock promoter element) bindet (Übersicht bei
Morimoto, 1998). Dieses besteht aus mehreren benachbarten Wiederholungen einer
pentameren Sequenz, die sich stromauf der TATA-Box zwischen Position –40 und
–270 befinden. Die Anzahl dieser Elemente ist variabel, jedoch liegt jede
Wiederholung invertiert vor. Eukaryoten besitzen bis zu vier verschiedene HSFs, die
eine differenzierte Transkriptionskontrolle verschiedener Hitzeschockgene
ermöglichen. Unter normalen Wachstumsbedingungen liegt HSF in inerter,
monomerer Form vor. Es ist jedoch noch nicht erwiesen, wie die einzelnen
Chaperone diesen inaktiven Zustand von HSF aufrecht erhalten.
Über die Regulation der Transkription von Hitzeschockproteinen ist in Archaea wenig
bekannt. Globale Regulationsmechanismen von Hitzeschockgenen, wie sie in
Bakterien und Eukaryoten vorkommen, wurden noch nicht identifiziert. Mittlerweile
hat man erste Hinweise darauf erhalten, dass der basale Transkriptionsapparat selbst
an der Regulation beteiligt sein könnte. So ergaben Studien an Methanosarcina
mazeii, dass TBP und TFB unter Hitzeschock stärker mit hsp-Promotoren in
Wechselwirkung treten als unter normalen Wachstumsbedingungen (De Biase et al.,
2002). Haloferax volcanii besitzt mehrere tbp- und tfb-Gene, wovon ein tfb-Gen
hitzeabhängig induziert wird (Thompson et al., 1999). Die Expression dieses tfb-Gens
findet mit und ohne Hitzeschock vom gleichen Promotor aus statt, der dem
archaealen Konsensus folgt. Zwischen Transkriptions- und Translationsstart befindet
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sich eine 79 Nukleotide lange Leitsequenz, die eine T-reiche und eine kurze
Wiederholungssequenz enthält. Reportergenstudien haben gezeigt, dass diese
Sequenzen eine regulatorische Funktion besitzen (Thompson et al., 1999).
Ausserdem haben Mutationsstudien der Promotorregion des Chaperonins cct von
H. volcanii gezeigt, dass die für die Hitzeinduktion essentiellen Sequenzen die TATA-
Box unmittelbar flankieren (Thompson & Daniels, 1998). Diese überlappen zum
grossen Teil mit den Regionen, die auch für die basale Transkription von cct benötigt
werden.
Durch bioinformatische Analysen archaealer Genomsequenzen wurde kürzlich ein
Transkriptionsregulator postuliert, welcher ein DNA-Bindeprotein darstellt, der ein
helix-turn-helix Motiv trägt, aber keine Ähnlichkeiten mit bekannten, bakteriellen oder
eukaryotischen Regulatoren besitzt (Gelfand et al., 2000). Das Protein ist innerhalb
der Euryarchaeota konserviert. Das Gen für diesen Transkriptionsregulator ist
zusammen mit hsp-Genen in einem Operon angeordnet. In Pyrococcus furiosus
wurde anhand von in vitro Analysen gezeigt, dass der Regulator als Repressor
fungiert und dabei an die eigene Promotorregion und an die von zwei benachbarten
Genen (hsp20, aaa+ atpase) bindet. Dieser putative Hitzeschockregulator (Phr) wird
unter Hitzeschock induziert (Vierke et al., 2003).
Differential Display: Methode zur Identifizierung differentiell exprimierter
Gene nach Hitzeschock
Die bereits vorgestellten, ersten Analysen zur Hitzeschockregulation in Archaea
basieren alle auf Studien an Euryarchaeota, während in Crenarchaeota noch nichts
bekannt ist. In der vorliegenden Arbeit wurde die Methode des differential display zur
Identifizierung differentiell exprimierter Gene von Sulfolobus solfataricus nach
Hitzeschock angewendet.
Das differential display, auch RAP-PCR (RNA arbitrarily primed PCR) genannt, wurde
erstmals 1992 von Liang und Pardee beschrieben und ermöglicht die Identifizierung
von Genen, deren Expression abhängig von bestimmten Bedingungen reguliert wird.
Ursprünglich für Eukaryoten entwickelt, erlaubt diese PCR-Technik einen globalen
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Einblick in die Expressionsmuster einer Zelle. Mittlerweile wurde das differential
display erfolgreich bei Bakterien angewendet (Fislage et al., 1997; Gill et al., 1999;
Kwaik et al., 1996; Yuk et al., 1998; Colonna-Romano et al., 1998) und kürzlich auch
bei einem Archaeon (Haloferax volcanii) zur Identifizierung von Genen eingesetzt, die
abhängig von Veränderungen der Salzkonzentration im Medium reguliert werden
(Bidle, 2003).
Das Prinzip der Methode beruht darauf, dass RNA aus den zu vergleichenden
Zellpopulationen isoliert wird und unter Verwendung von Oligo(dT)-Primern in cDNA
umgeschrieben wird. Diese Primer binden spezifisch an den Poly(A)-Schwanz der
eukaryotischen mRNA, wodurch alle anderen RNAs (tRNAs, rRNAs) ausgeschlossen
werden. In der nachfolgenden PCR werden mit einer Primerkombination aus dem
gleichen Oligo(dT)-Primer und einem zweiten Zufallsprimer kurze Bereiche der cDNA
amplifiziert. Die Wahl des Zweitprimers ist dabei ausschlaggebend für den Erfolg der
PCR. Er sollte an möglichst vielen verschiedenen cDNAs in einer Entfernung von ca.
150-500 Nukleotiden vom 3’-Ende binden, da diese Grössen am besten in
Polyacrylamidgelen aufgelöst werden können. Ob dabei auch cDNAs differentiell
exprimierter Transkripte amplifiziert werden, ist zufällig. Durch die Auswahl und
Anzahl der eingesetzten Zweitprimer kann aber die Wahrscheinlichkeit erhöht
werden, möglichst viele verschiedene Transkripte darzustellen. Anschliessend werden
die PCR-Produkte in einer PAGE (Polyacrylamidgelelektrophorese) aufgetrennt,
woduch verschiedene RNA-Profile der untersuchten Zustände erhalten werden.
cDNA-Fragmente, die ein induziertes Muster zeigen, können dann isoliert, kloniert
und sequenziert werden. Die Signalstärke eines PCR-Produkts spiegelt zwar nicht die
gebildete RNA-Menge wider und ist daher nicht quantifizierbar, sie kann aber als
Hinweis auf induzierte Expression betrachtet werden.
In Bakterien und Eukaryoten haben besonders Studien von Stressreaktionen zur
Aufklärung von allgemeinen Genregulationsprinzipien beigetragen. Das bisherige
Wissen über Hitzeschock und Genregulation in Archaea stützt sich dagegen auf
wenige Studien einzelner Gene und Proteine. Daher war die Zielsetzung dieser
Arbeit, die regulierte Hitzeschockreaktion in hyperthermophilen Archaea am Modell
von Sulfolobus solfataricus zu erforschen.
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Zu Beginn sollten die optimalen Bedingungen ermittelt werden, die zur Induktion der
Hitzeschockreaktion in S. solfataricus führen. Dabei sollte auch die Transkription der
Thermosom codierenden Gene untersucht werden. Nach Etablierung der differential
display Methode für S. solfataricus sollten induzierte Transkripte identifiziert und die
entsprechenden Gene der Genomsequenz zugeordnet werden. Die Zunahmen der
mRNA-Mengen nach Hitzeschock sollten desweiteren quantifiziert und die induzierten
Gene bzw. ihre Produkte näher charakterisiert werden. Weiterhin sollten die
Transkriptionsstarts ausgewählter Gene determiniert werden, um die Promotor-
regionen und potentielle cis-regulatorische Elemente zu identifizieren und so einen
Einblick in die Regulation von Hitzeschockgenen zu erhalten.
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Veröffentlichungen, die während der Promotion entstanden sind:
Martusewitsch, E., Lupas, A., Gordon, P., Schleper, C. (2004). Analysis of heat shock
genes in the extremely thermophilic archaeon Sulfolobus solfataricus. Eingereicht.
Jonuscheit, M., Martusewitsch, E., Stedman, K.M., Schleper, C. (2003). A reporter
gene system for the hyperthermophilic archaeon Sulfolobus solfataricus based on a
selectable and integrative shuttle-vector. Mol. Microbiol. 48: 1241-1252.
Martusewitsch, E., Sensen, C.W., Schleper, C. (2000). High spontaneous mutation
rate in the hyperthermophilic archaeon Sulfolobus solfataricus is mediated by
transposable elements. J. Bacteriol. 182: 2574-2581.
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3. Material
Besondere Materialien
Acilit pH-Streifen Merck, Darmstadt
Alkalische Phosphatase Konjugat Roche Diagnostics
AmpliTaq Polymerase Perkin Elmer
CONCERTTM Rapid Plasmid Miniprep System GibcoBRL
DApGoldStar Polymerase Eurogentec, Seraing
DIG RNA Labelling Kit Roche Diagnostics
DIG Luminescent Detection Kit Roche Diagnostics
DNaseI, RNase-frei Roche Diagnostics
Gel Extraction System GibcoBRL
Gellan Gum (Gelrite) Kelco, San Diego
Geneclean II Kit Bio 101, La Jolla
HK Phosphatase BIOzym, Oldendorf
Long Ranger Gel Solution FMC BioProducts, USA
Nanosep Microconcentrator 10K
Nylonmembran (Biodyne A, 0,2 µm) PALL BioSupport, East Hills
Plasmidvektor pBS II SK (AmpicillinR) Stratagene, La Jolla
QIAprep® Spin Miniprep Kit QIAGEN, Hilden
Röntgenfilme (Single Emulsion Film, Biomax MR) Kodak, Rochester
Sequagel XR und Sequagel Complete BIOzym, Oldendorf
SequiTherm EXCEL II Long-Read
DNA Sequencing Kit-LC BIOzym, Oldendorf
SuperScript II Reverse Transkriptase GibcoBRL
SYBR-Green Molecular Probes Europe
T3/T7-RNA-Polymerase Roche Diagnostics
T4-DNA-Ligase Pharmacia, Uppsala
TOPO TA Cloning Kit for Sequencing Invitrogen
Die hier nicht aufgeführten Materialien stammten von AppliChem, Merck, Roche
Diagnostics, Roth und Sigma. Nährmedienbestandteile wurden von den Firmen
Bacto, Difco, Fluka, Merck, Oxoid, Sigma und Serva verwendet.
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Restriktionsendonukleasen wurden von Roche Diagnostics, MBI Fermentas, New
England Biolabs, Pharmacia, Stratagene und USB bezogen.
Synthetische Oligonukleotide
Die Oligonukleotide wurden von Sigma-Ark und MWG bezogen. Sie wurden in
lyophilisierter Form geliefert, anschliessend in TE-Puffer oder bidest. Wasser
aufgenommen und bei -20°C aufbewahrt. Primer für Sequenzreaktionen wurden
HPLC-gereinigt, in 0,1 ml Wasser aufgenommen geliefert und ebenfalls bei -20°C
gelagert. Hiervon wurden Gebrauchslösungen mit 2 pmol/µl hergestellt.
Tabelle 1: Verwendete synthetische Oligonukleotide für primer extension
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Tabelle 2: Verwendete synthetische Oligonukleotide für quantitative PCR
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Fortsetzung Tabelle 2
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Fortsetzung Tabelle 2








Tabelle 3: Verwendete synthetische Oligonukleotide für Sequenzierung
Name Sequenz 5’→3’ Position2
M13 Universal -20 ttgtaaaacgacggccagt 598-616
M13 Revers cacacaggaaacagctatga 832-813
Tabelle 4: Weitere synthetische Oligonukleotide für PCR
Name Sequenz 5’→3’ Position1
TF55a.F-HindIII gataagc  t t ataagatcttgt -272 bis –252
TF55a.R-XhoI gata  ct  cgaggaaataaacgg +76 bis +56
1: Positionen beziehen sich auf die jeweilige ORF-Sequenz im Genom von S. solfataricus
http://www-archbac.u-psud.fr/projects/sulfolobus/
2: Positionen beziehen sich auf die Sequenz von pBluescript II SK+ (Stratagene)
*: RNaseP-Datenbank http://www.mbio.ncsu.edu/RNaseP/home.html
: Primer waren am 5’ Ende fluoreszenzmarkiert (IRD41)
: Fett gedruckte Nukleotide zeigen Erkennungssequenzen für Restriktionsendonukleasen,
nicht komplementäre Basen sind unterstrichen
: liegen ausserhalb des ORFs
Material & Methoden 27
Mikroorganismen
Sulfolobus solfataricus P1 (DSM 1616) (Zillig et al., 1980)
Sulfolobus solfataricus P2 (DSM 1617) (Zillig et al., 1980)
E. coli DH5α (Hanahan, 1983)
E. coli XL1 Blue (Bullock et al., 1987)
E. coli TOP10F (Invitrogen, USA)
Medium für Sulfolobus
Brock’s Basalsalzmedium, für Sulfolobus (Angaben pro Liter):
100x Teilmedium: 130 g (NH4)2SO4
25 g MgSO4 x 7 H2O
2 g FeCl3 x 6 H2O







1000x Teilmedium: 70 g CaCl2 x 2 H2O
C-Quellen (w/v): 0,2% Saccharose und 0,1% Hefeexrakt
zusätzl. für Festmedium: 6,4 g Gelrite
3 ml 0,5 M CaCl2
5 ml 5 M MgCl2
pH 3-3,5 mit ca. 350 µl 50% H2SO4 einstellen
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Medien für E. coli
LB-Medium (pro l): 10 g Trypton; 5 g Hefeextrakt; 10 g NaCl; pH 7 (NaOH)
für Festmedium: Agar 15 g/l
Antibiotikum: Ampicillin 100 mg/l
für Blau/Weiss-Selektion: X-Gal 40 mg/l; IPTG 40 mg/l
SOB-Medium: 2% Bacto Trypton; 0,5% Hefeextrakt; 10 mM NaCl;
2,5 mM KCl
SOC-Medium: SOB-Medium mit 20 mM Glucose und 20 mM Mg2+
Puffer und Lösungen
TAE(TA)-Puffer: 40 mM Tris; 20 mM Eisessig, pH 8,2-8,4; 2 mM EDTA
TBE-Puffer 10x: 890 mM Tris; 889 mM Borsäure; 25 mM EDTA
TE-Puffer: 20 mM Tris/HCl, pH 7,5; 1 mM EDTA
DNA-Probenpuffer: 50% Saccharose w/v; 0,25% Bromphenolblau; 0,1 M EDTA;
pH 8,0
Lösung D: 36 µl β-Mercaptoethanol in 5 ml Stammlösung
(25 g Guanidiniumthiocyanat; 31,5 ml bidest. DEPC-H2O;
1,32 ml 1 M Natriumcitrat, pH 7; 880 µl 30% Sarcosyl)
RNA-Mix: 250 µl Formamid; 83 µl Formaldehyd (37%ig); 50 µl Gelpuffer;
pH 8
RNA-Gelpuffer 10x: 200 mM MOPS; 50 mM Natriumacetat; 10 mM EDTA;
pH 8 (NaOH)
RNA-Laufpuffer 10x: 200 mM MOPS; 50 mM Natriumacetat; 10 mM EDTA;
pH 7 (NaOH)
SSC-Puffer 20x: 3 M NaCl; 0,3 M Natriumcitrat, pH 7,0
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4. Methoden
Kultivierung von Sulfolobus
Die Anzucht von Sulfolobus erfolgte aerob in 25 oder 50 ml Brock’s
Basalsalzmedium (Brock et al., 1972) mit 0,2% D-Arabinose und 0,1% Trypton
oder 0,2% Saccharose und 0,1% Hefeextrakt bei pH 3 und 78°C. Das
Flüssigmedium wurde mit 50 µl einer Glycerinkonserve oder mit 500 µl bis 1 ml
einer Vorkultur der exponentiellen Wachstumsphase angeimpft. Die Kulturen
wurden ca. 3 Tage leicht schüttelnd in einem Flüssigbad, das einen nicht-
flüchtigen Alkohol enthielt, bei 78°C inkubiert. Die optische Dichte der Kulturen
wurde photometrisch bei einer Wellenlänge von 600 nm verfolgt.
Festmedium für Platten wurde durch den Zusatz von 0,64% w/v Gelrite, 3 mM
CaCl2 und 50 mM MgCl2 zum Brock’s Basalsalzmedium hergestellt.
Die Inkubation der beimpften Platten erfolgte ca. 7 Tage aerob bei 78°C in einer
feuchten Atmosphäre in Polycarbonattöpfen, die mit Frischhaltefolie und einem
Gummiring verschlossen waren, um das Austrocknen der Platten zu vermeiden.
Herstellung von Sulfolobus-Glycerinkonserven
25 bis 50 ml einer Kultur der exponentiellen Wachstumsphase wurden auf Eis
vorgekühlt, 15 min bei 5.000 rpm pelletiert und 10-fach konzentriert in Brock’s
Basalsalzen mit 25% Glycerin (pH 5) ohne C-Quellen resuspendiert. Die
Zellsuspension wurde in 330 µl Aliquots bei -80°C gelagert.
Hitzeschockbehandlung von Sulfolobus
Am Vortag wurden 50 ml Flüssigkulturen in Brock’s Basalsalzmedium mit 0,2%
Saccharose und 0,1% Hefeextrakt angesetzt und über Nacht bei 78°C inkubiert.
Sobald die Kulturen die exponentielle Wachstumsphase (OD600=0,1-0,3) erreicht
hatten, wurden sie einem Hitzeschock unterzogen. Dazu wurden die Kolben in ein
88°C temperiertes Ölbad transferiert und über eine Zeitdauer von 5, 15 oder 30
min inkubiert. Die Flüssigkulturen wurden sofort im flüssigen Stickstoff unter
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ständigem Schwenken abgekühlt (ohne Gefrieren!) und anschliessend wurden die
Zellen 15 min bei 4.000 rpm und 4°C abzentrifugiert. Die Zellpellets wurden bei
–80°C gelagert, falls nicht sofort eine RNA-Extraktion durchgeführt wurde.
Isolierung von Gesamt-DNA aus Sulfolobus
3 ml oder 50 ml einer Kultur der exponentiellen Wachstumsphase wurden einige
Minuten auf Eis vorgekühlt und 2 min bei 13.000 rpm bzw. 15 min bei 5.000 rpm
pelletiert. Die Zellen wurden in 500 µl bzw. 5 ml TE-Puffer resuspendiert und nach
Zugabe von N-Laurylsarcosin (Endkonzentration 0,8%) und Triton X-100
(Endkonzentration 0,06%) 30 min bei RT inkubiert. Nach Lyse der Zellen wurden
die Proteine dreimal mit einem Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol-Gemisch
(25:24:1) extrahiert. Die Fällung der DNA erfolgte nach Zugabe von 1/10
Volumen 3 M Natriumacetat-Lösung und 2 bis 2,5 Volumen eiskaltem 100%
Ethanol über 20 min bei -20°C. Anschließend wurde die DNA 30 min bei 15.000
rpm und 4°C abzentrifugiert, einmal mit eiskaltem 70% Ethanol gewaschen, an
der Luft getrocknet und in einem geeignetem Volumen TE-Puffer mit 10 µg/ml
RNase A aufgenommen.
Die DNA-Konzentration wurde photometrisch bei einer Wellenlänge von 260 nm
bestimmt.
Isolierung von Gesamt-RNA aus Sulfolobus
Für die Isolierung von Gesamt-RNA aus Sulfolobus wurden 25 ml Flüssigkultur aus
der exponentiellen Wachstumsphase (OD600=0,1-0,3) verwendet. Dabei wurde
leicht modifiziert nach der single-step Methode von Chomczynski & Sacchi (1987)
vorgegangen. Alle verwendeten Puffer und Lösungen wurden mit DEPC-
behandeltem bidest. Wasser angesetzt. Die Zellen wurden 15 min bei 4.000 rpm
und 4°C abzentrifugiert und das Pellet in 1 ml Lösung D resuspendiert. Nach dem
Überführen der Zellsuspension in 5 ml Zentrifugenbecher wurden 0,1 ml 2 M
Natriumacetat (pH 4), 1 ml Phenol (H2O-gesättigt) und 0,21 ml Chloroform-
Isoamylalkohol-Mischung (Verhältnis 49:1) zugegeben und 10 sec kräftig auf dem
Vortexer gemischt. Danach wurde die Probe 15 min auf Eis gekühlt und 20 min
bei 10.000 rpm und 4°C zentrifugiert. Falls notwendig, wurden die
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Zentrifugenbecher mit Lösung D austariert. Die wässrige Phase wurde mit 1 ml
Isopropanol 1 h bei –20°C gefällt und das Pellet nach 20 minütiger Zentrifugation
bei 10.000 rpm und 4°C in 0,3 ml Lösung D aufgenommen. Anschliessend wurde
die RNA mit einem Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol-Gemisch (Verhältnis 25:24:1)
behandelt und erneut mit Isopropanol gefällt (1 h, -20°C). Nach Zentrifugation bei
13.000 rpm und 4°C für 10 min wurde das RNA-Pellet mit 70%igem Ethanol
gewaschen und getrocknet. Die RNA wurde in 50 µl DEPC-behandeltem, bidest.
H2O aufgenommen (eventuell 10 min bei 65°C gelöst). DNA-Kontaminationen
wurden durch Behandlung mit DNaseI (RNase-frei; Roche Diagnostics) beseitigt,
indem 10 U Enzym pro 10 µg eingesetzter RNA bei 37°C 30 bis 60 min inkubiert
wurden. Nach Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol-Extraktion und Fällung wurde die
Konzentration der Gesamt-RNA photometrisch bei einer Wellenlänge von 260 nm
bestimmt.
Zur Überprüfung der RNA-Qualität wurden 2 µl RNA mit 8 µl RNA-Mix 10 min bei
65°C denaturiert und in einem 1,2%igem Agarosegel elektrophoretisch
aufgetrennt. Die Gesamt-RNA wurde durch Färben in Ethidiumbromidlösung (1
µg/ml) und unter UV-Bestrahlung sichtbar gemacht.
Die Aufbewahrung der RNA erfolgte bei –80°C.
Molekularbiologische Standardmethoden
Molekularbiologische Standardmethoden wurden, falls nicht anders beschrieben,
nach Sambrook & Russell (2001) durchgeführt.
Hydrolytische Spaltungen von DNA mit Restriktionsendonukleasen wurden nach
Empfehlungen der Hersteller in den entsprechenden Reaktionspuffern
durchgeführt. Es wurden 5-10 U Enzym, je nach vorhandener DNA-Menge,
eingesetzt. Die Inkubation erfolgte in einem Volumen von 10-40 µl für ein bis drei
Stunden bei analytischen, und über Nacht bei präparativen Restriktionen.
Die Agarosegelelektrophorese wurde zur analytischen Grössenbestimmung und zur
präparativen Auftrennung von DNA-Fragmenten verwendet. Dabei wurden, je
nach erwarteten Fragmentlängen, 1-3%ige Agarosegele und 1x TAE-Puffer als
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Gel- und Laufpuffer eingesetzt. Abschliessend wurde die DNA durch Färben in
einer 1 µg/ml Ethidiumbromidlösung und unter UV-Belichtung detektiert.
Zur Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen wurde die Geneclean-
Methode (Vogelstein & Gillespie, 1979) angewendet. Die Durchführung erfolgte
mit dem GENECLEAN Kit von Bio 101 Inc. oder dem Gel Extraction System von
GibcoBRL nach Anleitung der Hersteller.
Nach enzymatischen Behandlungen wurde die DNA von Proteinen durch
Extraktion mit dem gleichen Volumen Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol (im
Verhältnis 25:24:1) befreit. Die DNA wurde abschliessend mit 1/10 Volumen 3M
Natriumacetat-Lösung und 2 bis 2,5 Volumen eiskaltem 100%igen Ethanol 20 min
bei -20°C gefällt. Die Effizienz der Phenolextraktion und der Fällung wurde meist in
einer Agarosegelelektrophorese überprüft.
Bei der Ligation wurden „freie Enden’’ von linearisierter Vektor- und Insert-DNA im
Verhältnis 1:5 bei kohäsiven Enden bzw. 1:10 bei nicht überhängenden, glatten
Enden eingesetzt (Sambrook & Russell, 2001). Die Inkubation erfolgte über Nacht
bei 16°C und wurde anschliessend durch Erhitzen auf 65°C für 10 min beendet.
Bei Ligation von glatten Enden wurde die Vektor DNA vorher mit HK Phosphatase
(BIOzym) dephosphoryliert.
Die Transformation von E. coli erfolgte entweder mittels Hitzeschock (Sambrook &
Russell, 2001), wobei kompetente Zellen nach der RbCl2-Methode hergestellt
wurden (http://asparagin.cenargen.embrapa.br/bbnet/mbp/rbcl.html), oder
mittels Elektroporation, wobei die Zellen nach der Methode von Dower et al.
(1988) kompetent gemacht wurden. Die Elekroporation wurde in vorgekühlten
Küvetten (Elektrodenabstand 0,2 cm) mit einer Gene Pulser Apparatur (BIO-RAD)
und den Einstellungen 2,5kV/25µF/200Ω durchgeführt.
Die Transformanten wurden in SOC-Medium regeneriert und anschliessend auf
entsprechenden Selektivmedien (LB-Medium mit Ampicillin mit oder ohne X-Gal
und IPTG) ausplattiert. Positive Klone wurden mittels Blau-Weiss-Selektion oder
durch Kolonie-PCR ermittelt.
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Die Isolierung von Plasmiden aus den Transformanten erfolgte mit CONCERTTM
Rapid Plasmid Miniprep System (GibcoBRL), QIAprep® Spin (QIAGEN) oder Tip-20
(QIAGEN) nach Angaben der Hersteller.
Analytische PCR (Polymerase Chain Reaction)
Die PCR wurde mit der DApGoldstar oder AmpliTaq DNA-Polymerase in einem
Gesamtvolumen von 20-50 µl durchgeführt. Ein Reaktionsansatz enthielt folgende
Bestandteile:




20-50 pmol synthetische Oligonukleotide
0,5-2 U DNA-Polymerase
Nach dem Überschichten der Ansätze mit einigen Tropfen Mineralöl wurden 30-35
Zyklen der Kettenreaktion in einem Thermocycler (Biometra T-Gradient; Hybaid
OmnE, MWG-BIOTECH) durchgeführt. Zunächst erfolgte die Denaturierung der
dsDNA für 30-60 sec bei 94°C. Die Temperatur der anschliessenden Anlagerung
der Oligonukleotide an die DNA-Matrize war abhängig von ihrem jeweiligen G+C-
Gehalt und betrug 1 min. Die Kettenverlängerung durch die Polymerase erfolgte
dann bei 72°C, wobei für die Reaktionszeit je nach Länge des zu
synthetisierenden PCR-Produkts 1 min pro 1000 bp vorgegeben wurde.
Vor dem ersten Zyklus wurde meist eine verlängerte Denaturierung von 4 min bei
94°C erlaubt, um eine hohe Anzahl an ssDNA zu erhalten. Nach dem letzten
Zyklus erfolgte eine zusätzliche Kettenverlängerung für 5 min, um die Vollendung
aller sich noch in der Synthese befindlichen PCR-Produkte zu gewährleisten.
Nach Ende der PCR wurden die Längen der erhaltenen DNA-Fragmente in einer
Agarosegelelektrophorese überprüft.
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Identifizierung von E. coli-Transformanten über PCR (Kolonie-PCR)
E. coli-Transformanten konnten direkt auf das Vorhandensein eines
rekombinanten Plasmids mit dem richtigen Insert untersucht werden. Hierfür
wurde jeweils eine weisse Kolonie mit einem sterilen Zahnstocher von einer AXI-
Platte abgenommen und nach dem Ausstrich auf LB/Amp-Festmedium in einem
vorgelegten PCR-Reaktionsansatz resuspendiert. Die dabei eingesetzten Primer
waren M13 Universal und Revers oder waren spezifisch für das jeweilige Insert.
Quantitative PCR (qPCR)
In der qPCR wurde die relative Zunahme an gebildeter mRNA der über differential
display identifizierten Gene, vor und nach einer Hitzeschockreaktion, vermessen
und ins Verhältnis zueinander gesetzt. Dabei wurden spezifische Primer aus 18
Nukleotiden eingesetzt, die eine kurze Region (150-500) der cDNA amplifizierten.
Zu Beginn wurde für jedes verwendete Primerpaar der exponentielle Bereich der
PCR-Reaktion bestimmt. Hierfür wurde eine serielle Verdünnungsreihe der cDNA (0
min Hitzeschock) in 12 Verdünnungsstufen hergestellt, bei der von 0,5 µl
unverdünnter cDNA ausgegangen wurde. Die PCR-Reaktion erfolgte in einem
Gesamtvolumen von 20 µl mit je 50 pmol Primer, 0,2 mM dNTP’s, 1 U AmpliTaq
DNA-Polymerase und 2 µl Enzympuffer inklusive 1,5 mM MgCl2. Die Amplifizierung
der cDNA-Verdünnungen wurde in einem Thermocycler über 26 Zyklen
durchgeführt: 94°C für 30 sec, 46-48°C (Primer-abhängig) für 1 min, 72°C für 30
sec. Zu Beginn der PCR wurde ein verlängerter Denaturierungsschritt bei 94°C für
5 min und am Ende ein ebenfalls verlängerter Syntheseschritt bei 72°C für 5 min
durchgeführt.
Der gesamte Ansatz wurde mit 2 µl SYBR-Green (1:100 Verdünnung in DMSO)
vermischt und in einem 2%igem Agarosegel aufgetrennt. Der Nachweis der PCR-
Produkte erfolgte im Anschluss an die Elektrophorese im Image-Reader (FLA-5000,
Science Imaging Systems, Fujifilm) unter Verwendung der Software Image Reader
(V1.0) und Image Gauge (V3.41). Dabei wurde das an die DNA gebundene SYBR-
Green im Gel bei einer Wellenlänge von 432 nm angeregt und die Fluoreszenz
nach Subtraktion des Hintergrunds ermittelt. Die PCR-Reaktion war in dem Bereich
exponentiell, wenn eine Verdopplung der Fluoreszenz bei der doppelten Menge
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an eingesetzten cDNA vorlag. In einem Graphen wurden die Verdünnungen
gegen die Fluoreszenz aufgetragen und mit der Excel-Software die
Steigungungsgleichung und das Bestimmtheitsmass (R2) über lineare Regression
ermittelt.
Für die Quantifizierung der einzelnen Gene wurden 0,5 µl unverdünnte cDNA aus
der Hitzeschockreaktion eingesetzt, wobei die durchgeführte Zyklenanzahl
abhängig vom exponentiellen Bereich der PCR-Reaktion war, indem über die
Verdünnungsstufen auf die Anzahl der Zyklen zurückgerechnet wurde. Die
weiteren Reaktionsbedingungen wurden wie bereits oben beschrieben
durchgeführt. Nach elektrophoretischer Auftrennung wurde die Fluoreszenz der
SYBR-Green gefärbten PCR-Produkte im Image-Readerr bestimmt (s.o.). Bei der
Quantifizierung der Transkriptmengen wurde die Fluoreszenz der Nullkontrolle (0
min Hitzeschock) gleich 1 gesetzt und mit der der hitzeinduzierten Probe ins
Verhältnis gesetzt.
Differential display PCR (DD-PCR)
Die differential display PCR wurde in einem Gesamtvolumen von 20 µl unter
folgenden Bedingungen durchgeführt:
1 µl cDNA (1/20 Ansatz aus reverser Transkription)
je 50 pmol Oligonukleotid
2 µM dNTP’s
5,4 µCi (α-35S)dATP
2,5 U AmpliTaq DNA-Polymerase
2 µl Enzympuffer inklusive MgCl2 mit einer Endkonzentration von 1,5 mM.
Die Amplifizierung der cDNA erfolgte in einem Thermocycler (Hybaid OmniGene,
MWG-BIOTECH), wobei zunächst ein verlängerter Denaturierungsschritt bei 94°C
für 5 min durchgeführt wurde. Die ersten 4 Zyklen betrugen 94°C/1min,
36°C/1min und 72°C/1min; für weitere 30 Zyklen wurde die Hybridisierungs-
temperatur erhöht: 94°C/30sec, 44°C/1min und 72°C/1min, wobei am Ende eine
verlängerte Synthese für 5 min bei 72°C erfolgte.
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Zur Überprüfung der RNA auf DNA-Kontamination wurde die entsprechende
Menge nicht revers transkribierte RNA als Matrize in der PCR unter den gleichen
Bedingungen eingesetzt. Falls dabei PCR-Produkte sichtbar wurden, wurde die
RNA erneut mit DNaseI behandelt und in cDNA umgeschrieben.
Jeweils 2 µl PCR-Produkt wurden mit dem gleichen Volumen Probenpuffer (95%
Formamid, 20 mM EDTA, 0.05% Bromphenol-Blau, 0.05% Xylen-Cyanol FF) 2 min
bei 95°C denaturiert und anschliessend in einer Polyacrylamidgelelektrophorese
(PAGE) analysiert. Es wurden harnstoffhaltige, 5%ige Sequenzgele verwendet,
die durch Silan-Behandlung auf einer Glassplatte fixiert wurden. Die
elektrophoretische Auftrennung erfolgte bei 55°C und 60 W für ca. 2,5 Stunden,
bis der untere Blaumarker das Gelende erreicht hatte. Dabei diente eine bekannte
Sequenzreaktion als Grössenmarker.
Das auf der Glasplatte fixierte Gel wurde zum Entfernen des Harnstoffs zweimal 30
min in 10%iger Essigsäure bzw., falls cDNA-Fragmente ausgeschnitten werden
sollten, zweimal 15 min in 10%igem Methanol gewaschen. Vor der Trocknung bei
80°C für 2 Stunden wurde das Gel mit radioaktivem Blaufarbstoff an mehreren
Punkten asymmetrisch markiert, damit später die richtigen PCR-Produkte
ausgeschnitten werden konnten. Zur Detektion der PCR-Produkte wurde ein
Röntgenfilm über Nacht aufgelegt.
Isolierung und Identifizierung von cDNA-Fragmenten aus
Polyacrylamidgelen
Ausgewählte cDNA-Fragmente wurden mit Hilfe einer selbst hergestellten
Schablone und einem Skalpell ausgeschnitten. Zuvor wurde die entsprechende
Stelle auf dem Gel kurz mit etwas bidest. Wasser aufgequollen. Das
herausgeschnittene Gelstück wurde dann in 500 µl TE-Puffer bei 4°C über Nacht
rehydriert und die DNA durch Erwärmen bei 56°C für 3 Stunden herausgelöst.
Durch kurze Zentrifugation wurden feste Bestandteile abgetrennt und der
Überstand durch Ultrafiltration (Nanosep Microconcentrator 10K) und dreimaliges
Waschen mit bidest. Wasser extrahiert. Zum Schluss wurde der Überstand in
einem Volumen von ca. 50 µl eingeengt, wovon 20 µl in der nachfolgenden PCR
eingesetzt wurden.
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Die Reamplifizierung der isolierten cDNA-Fragmente erfolgte mit den gleichen
Oligonukleotiden, die in der differential display PCR verwendet wurden. Die PCR-
Reaktion enthielt in einem Gesamtvolumen von 50 µl folgende Bestandteile: je 50
pmol Oligonukleotid, 0,2 mM dNTP’s, 2,5 U AmpliTaq DNA-Polymerase,
Enzympuffer inkl. MgCl2 (Endkonzentration 1,5 mM) und 20 µl isoliertes cDNA-
Fragment als Matrize. Die Reamplifizierung wurde über 40 Zyklen mit einer
Hybridisierungstemperatur von 44°C durchgeführt. Anschliessend wurden die
Produkte in einem 2%igen Agarosegel elektrophoretisch aufgetrennt und die
DNA-Fragmente aus dem Gel isoliert (Gel Extraction System, GibcoBRL).
Zur Identifizierung der DNA-Sequenzen wurden die gereinigten PCR-Produkte mit
Hilfe des TOPO TA Cloning Kit for Sequencing (Invitrogen) nach Angaben des
Herstellers kloniert. Die Klone wurden zunächst mittels Kolonie-PCR auf das
Vorhandensein der richtigen Insertgrösse untersucht. Die PCR-Produkte mit der
erwarteten Grösse wurden anschliessend einer RFLP mit Tru1I unterzogen, um die
Diversität der Inserts zu bestimmen. Die Isolierung der Plasmide aus ausgewählten
Klonen erfolgte mit dem CONCERTTM Rapid Plasmid Miniprep System (GibcoBRL),
die weiterhin durch Restriktion mit EcoRI überprüft wurden. Abschliessend
wurden die DNA-Sequenzen der Inserts in einer Sequenzanalyse bestimmt und die
dazugehörigen ORFs im S. solfataricus Genom identifiziert (http://www-archbac.u-
psud.fr/projects/sulfolobus/).
Sequenzanalyse
Die Bestimmung von DNA-Sequenzen erfolgte nicht-radioaktiv nach der
Kettenabbruchmethode von Sanger (Sanger et al., 1977). Dabei wurden die
Primer M13 Universal (-20) und M13 Revers eingesetzt, die an ihrem 5’-Ende mit
einem Fluoreszenzfarbstoff (IRD) markiert und komplementär zur Polylinkersequenz
der verwendeten Vektoren pBSSK und pCR®4-TOPO waren.
Die Sequenzreaktionen wurden mit dem SequiTherm EXCEL II Long-Read DNA
Sequencing Kit-LC (BIOzym) nach Angaben des Herstellers unter folgenden
Bedingungen durchgeführt (Hybaid OmnE, MWG-BIOTECH):
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1. Zyklus: 95°C/5 min, 54°C/30 sec, 70°C/1,5 min
35 Zyklen: 95°C/30 sec, 54°C/30 sec, 70°C/1,5 min
Die elektrophoretische Auftrennung der Produkte erfolgte in harnstoffhaltigen
Polyacrylamidgelen, für deren Herstellung Long Ranger Gel Solution des Herstellers
FMC BioProducts (USA) verwendet wurde, bei 50°C, 35 W, 1500 V und 35 mA im
Li-Cor DNA Sequencer 4000 (MWG Biotech).
Northern-Analyse
Für die Identifizierung von Transkripten wurde die Gesamt-RNA zunächst in einem
denaturierenden, 1,2%igen Agarosegel elektrophoretisch aufgetrennt und mittels
Kapillarblot auf eine Nylonmembran (PALL) transferiert (Ausubel et al., 1988). Die
RNA wurde mittels Quervernetzung durch UV-Licht (UV-Crosslinker, Stratagene)
auf der Membran fixiert. Der erfolgreiche Transfer sowie die RNA-Qualität wurden
durch anschliessendes Färben in Methylenblau-Lösung (0,004% Methylenblau in
0,5 M Natriumacetat, pH 5,2) überprüft.
Die Vorhybridisierung der fixierten RNA erfolgte 1-3 h bei 68°C in Hybridisierungs-
lösung (DIG Easy Hyb Granules, Roche Diagnostics) nach Angaben des Herstellers,
bevor die hitzedenaturierte RNA-Sonde zugegeben wurde. Die Hybridisierung
erfolgte über Nacht bei 68°C.
Die Herstellung der strangspezifischen, anti-sense RNA-Sonden erfolgte mit dem
T3/T7 in-vitro-Transkriptionssystem, wobei DNA-Fragmente als Matrize dienten,
die in pBluescript oder pCR® 4-TOPO inseriert vorlagen. Die Markierung der RNA-
Sonden mit Digoxygenin wurde mit dem DIG RNA Labeling Kit (Roche Diagnostics)
nach Angaben des Herstellers durchgeführt.
Im Anschluss an die Hybridisierung wurde die Membran zunächst zweimal 15 min in
2x SSC/0,1% SDS bei RT und zweimal 15 min in 0,2x SSC/0,1% SDS bei 71°C
gewaschen. Alle weiteren Waschschritte wurden wie bei Sambrook & Russell
(2001) beschrieben durchgeführt. Die Detektion der RNA-Sonde erfolgte über
Chemilumineszenz mit dem DIG Luminescent Detection Kit (Roche Diagnostics)
nach Anleitung des Herstellers.
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Dot-Blot-Analyse
Für die RNA-Analysen mittels Dot-Blot wurde eine Minifold I Dot-Blot System
Apparatur von Schleicher & Schuell verwendet. Der Aufbau der Apparatur erfolgte
nach Angaben des Herstellers, wobei zwei Lagen in 10x SSC-Puffer getränktes
Whatman-Papier und eine ebenso getränkte Nylonmembran (PALL) verwendet
wurden. Die RNA wurde mit dem vierfachen Volumen RNA-Mix versetzt (30+120
µl), 10 min bei 65°C denaturiert und anschliessend mit dem doppelten Volumen
kaltem 20x SSC-Puffer vermischt. Die RNA-Proben wurden in zwei Teilen in die
Blot-Apparatur pipettiert und durch Anlegen eines Vakuums auf die
Nylonmembran transferiert. Das Fixieren der RNA auf die Membran erfolgte mittels
Quervernetzung durch UV-Licht (UV-Crosslinker, Stratagene). Ab der Vor- und
Hybridisierung wurde, wie unter Northern-Analyse beschrieben, verfahren.
Reverse Transkription von RNA
Für die cDNA-Synthese wurden ca. 5 µg Gesamt-RNA mit 0,5 mM dNTP’s und 50
ng Hexamere als Primer 5 min bei 65°C denaturiert. Nach dem Abkühlen der
Proben auf Eis und Zugabe von Enzym-Puffer, 10 mM DTT und 20 U RNase
Inhibitor wurden die Reaktionsansätze 10 min bei 25°C inkubiert, um das
Hybridisieren der Hexamere an die RNA zu ermöglichen. Anschliessend wurden die
Ansätze bei 37°C platziert und 200 U SuperScript II Reverse Transkriptase
(GibcoBRL) zugegeben. Die cDNA-Synthese erfolgte eine Stunde lang und wurde
durch Hitzeinaktivierung bei 75°C für 15 min beendet. Zusätzlich wurde durch
Zugabe von 2,5 U RNaseH (GibcoBRL) und Inkubation für eine weitere Stunde bei
37°C gebundene RNA entfernt. Die synthetisierte cDNA wurde durch
Auftrennung in einem 2%igen Agarosegel überprüft und die Ansätze wurden bei
–20°C aufbewahrt.
Identifizierung des Transkriptionsstarts
Die Identifizierung des Transkriptionsstarts von mRNA erfolgte mit einigen
Modifikationen nach der primer extension Methode (Sambrook & Russell, 2001).
Dazu wurden genspezifische Primer synthetisiert, die 30 Nukleotide umfassten und
in einem Bereich bis 100 Nukleotide stromab des vorhergesagten Translations-
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starts revers komplementär zur mRNA waren. Zunächst wurden 20 pmol Primer
mit 5-10 µg Gesamt-RNA und Hybridisierungspuffer (10 mM Tris/HCl pH 7,5; 40
mM KCl) 10 min bei 70°C denaturiert. Das Hybridisieren von Primer und mRNA
erfolgte dann durch stufenweises Abkühlen von 65°C auf 45°C (1°C pro 2 min).
Die Verlängerung wurde nach Zugabe von 200 U SuperScript II Reverse
Transriptase (GibcoBRL), Enzym-Puffer, 10 mM DTT, 20 µM dNTP’s, 10-15 µCi
(α-33P)dATP und 20 U RNase Inhibitor eine Stunde bei 42°C durchgeführt. Die
Reaktion wurde durch Hitzeinaktivierung bei 75°C für 15 min beendet. Nach
einmaliger Extraktion mit Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol und Fällung wurden die
Produkte in 4 µl 60%igem Probenpuffer (95% Formamid, 20 mM EDTA, 0.05%
Bromphenol-Blau, 0.05% Xylene-Cyanol FF) aufgenommen. Die Produkte wurden
mittels Polyacrylamidgelelektrophorese (PAGE) in 6%igen, harnstoffhaltigen
Sequenzgelen aufgetrennt (s.a. differential display PCR). Dabei diente eine
bekannte Sequenzreaktion als Grössenmarker.
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5. Ergebnisse
5.1. Hitzeschock und Thermotoleranz in Sulfolobus solfataricus
S. solfataricus ist ein hyperthermophiles Archaeon und besitzt ein Wachstums-
optimum bei 80°C (Stetter et al., 1990). Aus früheren Studien an S. shibatae
(Optimum 75°C) war bekannt, dass der Organismus bei 88°C eine Thermotoleranz
entwickelt, die ein verlängertes Überleben der Zellen bei lethalen Temperaturen von
92°C ermöglicht (Trent et al., 1990). Dazu mussten die Zellen mindestens 60
Minuten bei 88°C voradaptiert werden. Die erworbene Thermotoleranz verlieh den
Zellen anschliessend einen Überlebensvorteil von bis zu 2 Stunden.
Um Hitzeschockbedingungen für S. solfataricus zu bestimmen, wurden Versuche zur
Thermotoleranz durchgeführt. Hierfür wurden Flüssigkulturen von S. solfataricus
geringfügig unter dem Optimum bei 78°C angezüchtet. Diese Temperatur hat keinen
negativen Einfluss auf das Wachstum, beugt aber bei möglichen Temperatur-
schwankungen im Inkubator einen vorzeitigen Hitzeschock vor. Sobald sich die
Flüssigkulturen in der früh exponentiellen Wachstumsphase (OD600=0,1-0,3)
befanden, wurden diese für 1 und 2 Stunden bei 88°C inkubiert. Anschliessend
wurden sie Temperaturen von 94°C, 95°C und 96°C für jeweils 2 und 4 Stunden
ausgesetzt. Ausserdem wurden Kulturen direkt bei 94, 95 und 96°C inkubiert
(Abb. 1). Nach jedem Hitzeschock wurden Proben aus den Flüssigkulturen
entnommen und auf Festmedium plattiert, um die Anzahl der überlebenden Zellen
als ‚‚colony forming units’’ (cfu) zu bestimmen.
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Abbildung 1: Schematische Übersicht über die erfolgreich durchgeführten Hitzeschockschritte mit
S. solfataricus Flüssigkulturen. Zur Bestimmung der Überlebensraten wurden im Anschluss Proben auf
Festmedien plattiert.
Keine oder nur geringe Unterschiede in der Zellzahl waren zwischen den Kontroll-
Kulturen bei 78°C, die keinem Hitzeschock ausgesetzt worden waren, und den für 1
Stunde bei 88°C voradaptierten Kulturen vorhanden (Tab. 5, Abb. 2). Wurden die
Zellen länger, d.h. 2 Stunden, 88°C ausgesetzt, dann sank die Anzahl der
überlebenden Zellen auf 10-30% (nicht gezeigt).
Wurden die Zellen direkt einem Hitzeschock bei 96°C über 2 bzw. 4 Stunden
ausgesetzt, so sank die Anzahl der überlebenden Zellen weit unter 1% (Tab. 5, Abb.
2). Es überlebten jedoch 103-fach mehr Zellen nach 2 Stunden bei 96°C und sogar
104-fach mehr nach 4 Stunden, wenn die Kulturen vorher 1 Stunde bei 88°C
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Abbildung 2: Mittelwerte in Prozent der ermittelten Überlebensraten von S. solfataricus Zellen nach 1
und 4 Stunden bei 96°C mit und ohne Voradaption bei 88°C (N=4).
Ein Hitzestress bei 94°C und 95°C ergab sehr unterschiedliche Werte. Entweder
zeigten die Zellen keine Unterschiede in den Überlebensraten mit und ohne
Voradaption, oder die Werte schwankten aufgrund unterschiedlicher Plattierungs-
effizienzen, so dass keine verlässliche Auswertung erfolgen konnte (nicht gezeigt).
Dabei lag die Anzahl der überlebensfähigen Zellen zwar allgemein unter der der
Kontrolle bei 78°C, jedoch waren diese Temperaturen nicht hoch genug, um eine
entsprechend stark lethale Auswirkung auf die Zellen zu haben.
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5.2. Transkription des Thermosoms nach Hitzeschock
In Sulfolobus ist das Thermosom das vorherrschende Protein nach Hitzeschock
(Trent et al., 1996). Es bildet einen hetero-oligomeren Komplex, zu dem drei
Untereinheiten, alpha, beta und gamma, identifiziert wurden (Archibald et al., 1999;
Kagawa et al., 2003). Bei der Auswahl der Zeitdauer für den Hitzeschock von
S. solfataricus diente das Expressionsmuster des Thermosoms von S. shibatae als
Orientierungshilfe, in dem nach 30 Minuten die Transkriptmenge der alpha und beta
Untereinheit maximal ist (Kagawa et al., 1995).
Die transkriptionelle Induktion des Thermosoms nach Hitzeschock bei 88°C wurde
am Beispiel der tf55alpha-mRNA in Northern-Analysen untersucht. Hierfür wurden
Flüssigkulturen aus der exponentiellen Wachstumsphase (OD600=0,1-0,3) einem
Hitzeschock von 30 Minuten bei 88°C ausgesetzt. Als Kontrolle dienten Kulturen, die
auf die gleiche Art behandelt wurden, aber keinem Hitzeschock ausgesetzt waren.
Nach Extraktion der Gesamt-RNA aus den Zellen wurden verschiedene
Konzentrationen (2/1/0,5/0,25 µg) in denaturierenden Agarosegelen aufgetrennt. Die
Herstellung einer strangspezifischen RNA-Sonde erfolgte über in vitro-Transkription
von einem pBluescript-Konstrukt, welches das gesamte 1,7 kb lange tf55alpha-Gen
enthielt.
Für die Transkriptionsanalyse wurden die S. solfataricus Stämme P1 und P2
verwendet. Die beiden Stämme sind aus der gleichen solfatarischen Quelle isoliert
worden (Zillig et al., 1980), und unterschieden sich ursprünglich durch den Besitz
verschiedener, kryptischer Plasmide. Vergleichende Studien ergaben minimale
Unterschiede in Proteingen- und 16S rRNA-Sequenzen, so daß P1 und P2 als fast
identische Stämme betrachtet werden (C. Schleper, pers. Mitteilung). Vor allem aber
wurde eine unterschiedliche Anzahl und Verteilung von Insertionselementen im
Genom beobachtet (Martusewitsch, 1998).
Die tf55alpha-Sonde hybridisierte spezifisch mit einem ca. 1,7 kb langen Transkript
(Abb. 3A). Im Stamm P1 war eine deutliche Induktion der tf55alpha-mRNA nach 30
Minuten Hitzeschock bei 88°C im Vergleich zur Nullkontrolle zu erkennen. Da die
Signalstärke in der Spur mit 2 µg nicht-induzierter RNA ungefähr zwischen der mit
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0,5 und 0,25 µg hitzeinduzierter RNA lag, liess sich eine transkriptionelle Induktion
von 4-8-fach abschätzen. Beim Stamm P2 hybridisierte die RNA-Sonde ebenfalls mit
einem 1,7 kb langen Transkript, jedoch war keine Induktion der tf55alpha-mRNA
vorhanden.
Abbildung 3: Transkription von tf55alpha in S. solfataricus vor und nach Hitzeschock bei 88°C. A.
Northern-Analysen mit DIG-markierter, tf55alpha-spezifischer RNA-Sonde, die mit Gesamt-RNA aus P1
und P2 hybridisiert wurde. Die Gesamt-RNA wurde aus Flüssigkulturen ohne Hitzeschock (78°C) und
nach 30 Minuten Hitzeschock bei 88°C isoliert und verschiedene Verdünnungen wurden in einem
1,2%igen Agarosegel aufgetrennt. 1: 2 µg RNA; 2: 1 µg RNA; 3: 0,5 µg RNA; 4: 0,25 µg RNA. Als
Grössenmarker diente ein RNA-Grössenstandard (nicht gezeigt) B. Dot-Blot Analyse mit DIG-
markierter, tf55alpha-spezifischer RNA-Sonde, die mit 0,12 µg Gesamt-RNA aus P1 vor und nach 5, 15
und 30 Minuten Hitzeschock hybridisiert wurde.
Weiterhin wurde in einer Dot-Blot Analyse die zeitabhängige Induktion der tf55alpha-
mRNA nach 0, 5, 15 und 30 Minuten Hitzeschock bei 88°C untersucht. Hierfür
wurden jeweils 0,12 µg Gesamt-RNA aus S. solfataricus P1 auf einer Nylonmembran
fixiert und mit einer tf55alpha-spezifischen RNA-Sonde hybridisiert (s.o.). Dabei
wurde eine kontinuierliche Zunahme von tf55alpha-Transkripten abhängig von der
Hitzeschockdauer sichtbar (Abb. 3B). Nach 30 Minuten war die Transkriptmenge
0 5 15 30
1 2 3 4 1 2 3 4 1 2 3 4 1 2 3 4
P1 78°C P1 88°C P2 78°C P2 88°CA
P1 88°CB
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maximal und änderte sich sowohl nach längeren Inkubationszeiten von bis zu 60
Minuten als auch bei höheren Hitzeschocktemperaturen von 90 und 92°C nicht (nicht
gezeigt).
Aufgrund dieser Ergebnisse wurde in den folgenden Analysen der Hitzeschock bei
88°C durchgeführt, da unter diesen Bedingungen die Zellen eine Thermotoleranz
entwickelten, die ihnen ein besseres Überleben bei lethalen Temperaturen
ermöglichte. Ausserdem wurde eine Zunahme der Transkriptmengen des Hitze-
schockgens tf55alpha festgestellt, was darauf schliessen liess, dass bei 88°C eine
Hitzeschockantwort in S. solfataricus ausgelöst wurde.
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5.3. Identifizierung differentiell exprimierter Gene nach Hitzeschock
Zur Identifizierung differentiell exprimierter Gene nach Hitzeschock wurde die
Methode des differential display für S. solfataricus etabliert.
a) Hitzeschock und cDNA-Synthese
In S. solfataricus nahm die relative Transkriptmenge des Gens für die Thermosom
alpha-Untereinheit unter Hitzeschock kontinuierlich zu und war nach 30 Minuten am
stärksten (Abb. 3), so dass davon ausgegangen wurde, dass in diesem Zeitraum
auch andere Hitzeschockgene induziert werden. Für eine Etablierung der differential
display PCR (DD-PCR) wurden die S. solfataricus Kulturen für 30 und 60 Minuten bei
88°C gestresst. Es zeigte sich aber, dass sich die beiden Zeitwerte in ihren
Expressionsmustern kaum unterschieden. Daher wurde für weitere Versuche der 60
Minuten Wert aufgegeben und stattdessen Proben nach 5, 15 und 30 Minuten
genommen, um auch möglichst früh induzierte Gene identifizieren zu können. Als
Kontrolle dienten Kulturen, die auf die gleiche Art behandelt wurden, aber keinem
Hitzeschock (0 Minuten) ausgesetzt wurden.
Nach dem Hitzeschock wurde die Gesamt-RNA aus den Zellen isoliert und ihre
Qualität in einem Agarosegel überprüft, bevor sie in cDNA transkribiert wurde (Abb.
4A). Da bei der Isolierung die gesamte RNA aus den Zellen extrahiert wurde, waren
auf dem Gel auch die 23S und die 16S rRNA sichtbar, die einen grossen Anteil der
RNA-Population ausmachten. Bei der reversen Transkription werden in Prokaryoten
in der Regel zufällige Hexamere als Primermischung anstatt Poly(dT)Oligos
eingesetzt, da sie keine Poly(A)-Anhänge an ihrer mRNA tragen. Die protein-
codierenden Regionen von S. solfataricus besitzen im Gegensatz zu den stabilen
RNAs (tRNA, rRNA, 55-60 mol%) einen niedrigen G+C-Gehalt von 33-38 mol%, so
dass Hexamere mit hohem AT-Gehalt (25 mol% G+C) für die cDNA-Synthese
verwendet wurden. Dadurch sollte bei der reversen Transkription gegen stabile RNAs
diskriminiert werden. Die reverse Transkription der RNA wurde wie bei den Methoden
beschrieben durchgeführt und die cDNA anschliessend in einem Agarosegel überprüft
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(Abb. 4B). Durch die RNaseH-Behandlung waren 16S und 23S rRNA weitgehend
abgebaut. Vermutlich waren die beiden schwachen Fragmente bei ca. 1,2 und 0,75
kb Abbauprodukte davon, die nach jeder reversen Transkription vorhanden waren.
Wie sich später herausstellte, hatten sie keinen störenden Einfluss in der
anschliessenden DD-PCR. Der grösste Anteil der synthetisierten cDNA-Fragmente
konzentrierte sich im Bereich 200-800 bp.
Abbildung 4: Agarosegelelektrophorese von A. Gesamt-RNA bzw. B. cDNA aus S. solfataricus-
Kulturen nach 0, 5, 15 und 30 Minuten Hitzeschock bei 88°C. In der Gesamt-RNA sichtbare 16S und
23S rRNA sind markiert.














b) Auswahl der Primer für differential display PCR
Als Primer für die DD-PCR sollten Oligonukleotide dienen, die möglichst häufig
innerhalb codierender Regionen im Sulfolobus-Genom hybridisierten. Zu diesem
Zweck wurde von Paul Gordon, der am Sulfolobus-Genomprojekt am National
Research Council (NRC) in Halifax/Kanada beteiligt war, eine Reihe von 10-, 14-, 16-
und 18-meren Sequenzen ermittelt, die am häufigsten in ORFs zu finden sind. Dabei
wurde eine Strategie in Anlehnung an eine bereits durchgeführte Studie angewendet,
in der erfolgreich 10-mere Oligonukleotide für eine DD-PCR in E.coli identifiziert
worden waren (Fislage et al., 1997). Der Vorteil dieser Sequenzen ist, dass sie zum
einen meist den G+C-Gehalt der mRNA widerspiegeln und zum anderen nicht in
sogenannten repetitiven Elementen, die sich in nicht-codierenden Regionen befinden,
vorkommen. Eine bioinformatische Suche im S. solfataricus Genom hat insgesamt
53.986 14-mere, 23.826 16-mere und 20.174 18-mere identifiziert, die in 2 bis 10
Kopien in codierenden Regionen vorkommen (Tab. 6). Ein Ausschnitt der häufigsten
Sequenzen ist in Abbildung 5 dargestellt. Den grössten Anteil bilden Wiederholungs-
sequenzen, die in jeweils 2 Kopien vorkommen (Tab. 6).
Tabelle 6: Häufigkeiten der in S. solfataricus ORFs identifizierten 14-, 16- und 18-mere
Kopien 14-mere 16-mere 18-mere
10 16 12 10
8 5 5 3
7 30 25 19
6 139 143 147
5 66 53 55
4 357 285 302
3 2457 752 672
2 50916 22551 18966










































































































































































Abbildung 5: Ausschnitt aus der Auflistung der häufigsten Wiederholungssequenzen aus codierenden
Regionen, die im Genom gefunden wurden. Die Zahlen geben die Kopien der einzelnen Sequenzen im
S. solfataricus Genom an. (Diese Analyse wurde von Paul Gordon, Halifax Kanada, durchgeführt.)
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Von den häufigsten 10-meren Sequenzen wurden die ersten 100 mit den meisten
Kopienzahlen ausgewählt, die zwischen 26 und 40 lagen.
Als Primer für die DD-PCR wurden einige der häufigsten Sequenzen ausgewählt,
bevorzugt solche, die Start- und Stop-Codons enthielten, um die Hybridisierung an
einem der beiden Enden der cDNA zu favorisieren (Tab. 6). Vier 10-mere wurden zu
zwei 20-meren (20-1 und 20-2) verknüpft, um den niedrigen G+C-Gehalt der kurzen
Oligonukleotide durch die neu entstandene Länge zu kompensieren. Ausserdem
wurden zwei genspezifische Primer (18-5 und 18-6) getestet, die jeweils revers
komplementär zum Gen der Thermosom alpha bzw. beta Untereinheit waren, um die
Detektion von Transkripten des Thermosoms zu begünstigen.
Tabelle 6: In DD-PCR verwendete Oligonukleotide
Primerpaar Sequenz1 Häufigkeit2 G+C-Gehalt (mol%)
10-1 aacgttaagg 40 40.0
10-2 aaatagagga 38 30.0
10-3 taaagaagtt 37 20.0
10-4 aaagagaaaa 37 20.0
14-1 gtgaagccattgta 10 42.9
14-2 gttattctctcatc 7 35.7
14-3 tgctccaacttctt 6 42.9
14-4 tgaagagacaaggt 6 42.9
16-1 atggggatgcgatagt 6 50.0
16-2 ttttacagcactttca 4 31.3
16-3 tgtatcactccaagaa 6 37.5
16-4 caataagctcttgtac 6 37.5
18-1 agaagaggtgaagagaca 8 44.4
18-2 tcactccaagaagaggtg 7 50.0
18-3 ggggatgcgatagtttca 6 50.0
18-4 agctcttgtacagcttgc 6 50.0
18-5* tatcaattaacattttat 1 11.1
18-6* accataggtgctttttaa 1 33.3
20-1 ttgatgaaaagaggaattaa 0 (34/32)§ 25.0
20-2 tttctcctatatttcttcaa 0 (38/37)§ 25.0
1: Starts sind fett gedruckt, Stops (revers) sind unterstrichen
2: Häufigkeit der Sequenz in allen ORFs des S. solfataricus Genoms
§: Häufigkeit der jeweiligen 10-mere, die zu 20-meren kombiniert wurden
*: genspezifische, reverse Primer für TF55alpha (18-5) und beta Untereinheit (18-6)
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c) Differential Display PCR
Die Etablierung der DD-PCR für Sulfolobus erfolgte in Anlehnung an Protokolle, die
bei Bakterien bereits erfolgreich angewendet wurden (Fislage et al., 1997; Kwaik et
al., 1996; Yuk et al., 1998; Colonna-Romano et al., 1998). Hierfür wurden
verschiedene Bedingungen getestet. Im Folgenden zeigte sich, dass die Qualität der
PCR-Reaktionen sowohl von der eingesetzten dNTP- und MgCl2-Konzentration, als
auch von der Länge der gewählten Oligonukleotide abhing.
Die Zusammensetzung eines typischen Reaktionsansatzes ist im Abschnitt Methoden
beschrieben. Als Matrize diente cDNA, die aus Gesamt-RNA nach 5, 15 und 30
Minuten Hitzeschock und aus ungestressten Zellen synthetisiert worden war.
Ausserdem wurde nicht revers transkribierte Gesamt-RNA in der DD-PCR auf noch
vorhandene Kontaminationen mit chromosomaler DNA untersucht. Dabei würden
PCR-Produkte enstehen, die nicht von amplifizierter cDNA stammen. Die Anzahl der
PCR-Zyklen sowie die Temperaturen wurden innerhalb der durchgeführten PCR-
Reaktionen nicht verändert. Sie beinhalteten zu Beginn einen verlängerten
Denaturierungschritt bei 94°C für 5 Minuten, um noch eventuell vorhandene cDNA-
RNA-Bindungen aufzulösen. Die ersten vier Zyklen wurden mit einer niedrigen
Hybridisierungstemperatur von 36°C durchgeführt, um zunächst bei geringer
Stringenz die Hybridisierung von möglichst vielen Primermolekülen unter Zulassung
von Fehlpaarungen zu erzielen. In den darauffolgenden 30 Zyklen wurde diese auf
44°C erhöht. Die PCR wurde mit einem verlängerten Syntheseschritt für 5 Minuten
bei 72°C beendet. Die PCR-Produkte wurden anschliessend in einer Polyacrylamidgel-
elektrophorese (PAGE) aufgetrennt und auf einem Röntgenfilm sichtbar gemacht.
Während der Amplifizierung der cDNA erfolgte die Markierung der PCR-Produkte
durch den Einbau von (α-35S)dATP. Zunächst wurde das optimale Verhältnis von
radioaktivem dATP zu unmarkierten Nukleotiden durch den Einsatz verschiedener
dNTP-Konzentrationen (2 und 200 µM) ermittelt. Weiterhin wurde auch die MgCl2-
Konzentration (1,5 und 3 mM) variiert. Es zeigte sich, dass eine niedrige dNTP-
Konzentration von 2 µM gut markierte PCR-Produkte ergab (Abb. 6, Spur 1+2),
während der Einsatz von 200 µM dNTP’s zu einer schwachen Markierung führte
Ergebnisse 53
(Abb. 6, Spur 3+4). Bei einem zu hohen Anteil von unmarkierten Nukleotiden in der
PCR-Reaktion wurde zu wenig (α-35S)dATP in die PCR-Produkte eingebaut. Der
Einsatz von 1,5 mM MgCl2 wirkte sich positiv auf die Unterdrückung von
unspezifischem Hintergrund aus (Abb. 6, Spur 1).
Zur Identifizierung induzierter Transkripte wurden zehn verschiedene Primer-
Kombinationen getestet (Tab. 6). Es zeigte sich, dass sich 10-mere Oligonukleotide,
wie sie bei anderen Prokaryoten erfolgreich für die DD-PCR verwendet wurden
(Fislage et al., 1997; Bidle, 2002), nicht zur Amplifizierung der cDNA von
S. solfataricus eigneten. Selbst bei sehr niedrigen Hybridisierungstemperaturen von
36°C wurden aufgrund des relativ geringen G+C-Gehalts und der Kürze der
Oligonukleotide nur wenige bis gar keine PCR-Produkte erhalten. Dagegen wurden
beim Einsatz längerer Oligonukleotide (14- bis 20-mere) komplexe Muster aus vielen
cDNA-Fragmenten sichtbar, obwohl nicht jede verwendete Primer-Kombination auch
induzierte Muster nachweisen konnte. In Abbildung 7 ist beispielhaft das Ergebnis
einer DD-PCR mit den Primerkombinationen 14-1 und 14-2, 16-1 und 16-2, sowie
18-1 und 18-2 gezeigt. Bei Verwendung der 14-mere wurden tendenziell längere
PCR-Produkte im Vergleich zu 16- und 18-meren gebildet (Abb. 7A). Die
Abbildung 6: PAGE (6%iges Harnstoffgel) und Autoradiogramm von
elektrophoretisch aufgetrennten DD-PCR-Produkten. Als Matrize diente
cDNA aus ungestressten S. solfataricus-Zellen, die mit DD-Primern 18-5
und 18-6 amplifiziert wurde. Es wurden dNTPs in der Konzentration 2 µM
(Spur 1+2) und 200 µM (Spur 3+4) getestet. Ausserdem wurden MgCl2-
Konzentrationen von 1,5 mM (Spur 1+4) und 3 mM (Spur 2+3)
verwendet.
1 2 3 4
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amplifizierten Mengen der meisten PCR-Produkte blieben vor und nach Hitzeschock
unverändert. Eine Zu- bzw. Abnahme nach Hitzeschock wurde bei ca. 10% der PCR-
Produkte beobachtet. Durch Pfeile sind cDNA-Fragmente gekennzeichnet, die
deutliche Variationen im Muster, d.h. eine Zunahme von PCR-Produkt bei den
Hitzeschockproben im Vergleich zur Nullkontrolle, zeigten (Abb. 7B+C). Bezogen auf
die maximale Menge an gebildetem PCR-Produkt im Zeitverlauf des Hitzeschocks,
wurde ein spätes (max. nach 30 Minuten) oder ein frühes (max. nach 5-15 Minuten)
Induktionsmuster sichtbar. Diese wurden als Amplifikate potentiell induzierter Gene
betrachtet und wurden daher näher analysiert. Die cDNA-Fragmente mit
abnehmendem Muster wurden jedoch nicht weiter untersucht.
Abbildung 7: PAGE (6%iges Harnstoffgel) und Autoradiogramm von DD-PCR-Produkten, die aus
Gesamt-RNA nach 0, 5, 15 und 30 Minuten Hitzeschock bei 88°C erhalten wurden. A. Die cDNA wurde
mit 14-, 16- und 18-meren amplifiziert und mit 35S-dATP markiert. B. Ausschnittsvergösserung zur
Verdeutlichung zunehmender Mengen von PCR-Produkten, die durch Pfeile markiert sind. C.
Reproduktion der DD-PCR.











Es wurden nur solche cDNA-Fragmente aus einem Gel isoliert, deren Induktions-
muster mindestens einmal in einer weiteren DD-PCR reproduziert werden konnte
(Beispiel in Abb. 7C).
d) Isolierung und Identifizierung von cDNA-Fragmenten
Zur näheren Analyse wurden insgesamt 32 cDNA-Fragmente mit frühen oder späten
Induktionsmustern ausgewählt, die mit 8 verschiedenen Primerkombinationen
erhalten wurden (siehe Tab. 7). Ebenfalls wurde ein Fragment mit unverändertem
Muster vor und nach Hitzeschock ausgewählt, das in hohen Mengen vorhanden war.
Dabei wurde untersucht, ob es sich um ein Amplifikat eines konstitutiv exprimierten
Gens handelte oder ob Fragmente mit starken Signalen auf einer Sättigung der PCR-
Reaktion beruhten. Die Grössen der isolierten cDNA-Fragmente lagen zwischen 120
und ca. 600 bp. Die genauen Längen der grossen Fragmente liessen sich aufgrund
der Kompression im oberen Gelbereich nur ungefähr bestimmen. Die DNAs wurden
wie im Abschnitt Methoden beschrieben aus dem Polyacryamidgel isoliert und
gereinigt. Dabei wurde das Gel nach der Polyacrylamidgelelektrophorese zum
Entfernen des Harnstoffs nicht wie üblich für Sequenzgele in 10%iger Essigsäure,
sondern in 10%igem Methanol gewaschen. Die Behandlung mit Essigsäure führte zur
starken Schädigung der DNA, was die Reamplifizierung vor allem langer DNA-Stücke
erschwerte oder sogar völlig verhinderte.
Die gereinigte DNA wurde mit den gleichen Primern und unter identischen
Bedingungen wie in der DD-PCR reamplifiziert, jedoch ohne radioaktive Markierung.
Dabei wurde bei einigen cDNA-Fragmenten, neben dem gewünschten Produkt
gelegentlich ein zweites Produkt amplifiziert (Beispiel in Abb. 8A, Spur i und j), das
beim Ausschneiden aus dem Polyacrylamidgel ebenfalls isoliert worden war.
Ausserdem kam es manchmal vor, dass zusätzlich zu dem PCR-Produkt der
erwarteten Grösse kleinere Produkte entstanden, die vermutlich interne Amplifikate
des cDNA-Fragments darstellten (Beispiel in Abb. 8A, Spur a). Daher war es
notwendig, die richtigen DNA-Fragmente vor dem Klonieren mit pCR®4-TOPO aus
dem Agarosegel zu isolieren, um sie von Nebenprodukten zu separieren.
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Abbildung 8: Beispiel von sechs isolierten cDNA-Fragmenten (8-a/e/f/g/i/j), die A. nach
Reamplifizierung in einem 2%igen Agarosegel separiert wurden. B. 2%iges Agarosegel mit DNA-
Inserts von sechs Klonen aus der Klonierung von sechs verschiedenen cDNA-Fragmenten. Die E. coli
Klone wurden mit Kolonie-PCR auf die richtige Insertgrösse untersucht. Bei den Klonen f2, f3 und g2
wurden nur die 180 bp langen Polylinkersequenzen amplifiziert bzw. es wurde kein PCR-Produkt
erhalten (e5). C . 3%iges Agarosegel der RFLP-Analysen mit Tru1I von DNA-Inserts mit den
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Für jedes klonierte cDNA-Fragment wurden sechs Klone mittels Kolonie-PCR auf das
Vorhandensein der richtigen Insertgrösse untersucht (Abb. 8B). Die PCR-Produkte
mit der erwarteten Grösse wurden anschliessend einer RFLP-Analyse (Restriktions-
fragmentlängenpolymorphismus) mit Tru1I unterzogen (Beispiel in Abb. 8C). Dabei
wurde die Diversität der DNA-Inserts untersucht, um zu überprüfen, ob sich das
isolierte cDNA-Fragment aus unterschiedlichen PCR-Produkten gleicher Grösse
zusammensetzte, oder ob Fragmente ähnlicher Grösse aus dem Gel isoliert worden
waren. Diese werden bei der Reamplifikation ebenfalls vermehrt, da sie mit den
gleichen Primern synthetisiert worden sind. Wenn sich nach der Klonierung zeigte,
dass verschiedene DNA-Inserts kloniert worden waren, wurde das am häufigsten
vorkommende ausgewählt und sequenziert. In Abbildung 8 sind Beispiele von sechs
isolierten cDNA-Fragmenten gezeigt.
Um Aufschluss über die gelegentlich vorkommende Diversität der klonierten DNA-
Inserts zu erhalten, wurden in einigen Fällen solche mit abweichendem RFLP-Muster
untersucht. Dabei stellte sich heraus, dass manche cDNA-Fragmente beim
Ausschneiden aus dem Gel wahrscheinlich mit dem Skalpell kontaminiert worden
waren. So handelte es sich z.B. bei den Klonen e2 und f4 um das gleiche DNA-Insert
wie bei den Klonen a1 bis a6, Klon g5 trug das gleiche DNA-Insert wie Klon i1 bis i6
(Abb. 8C).
In einigen Fällen war es nicht möglich ein dominantes Insert innerhalb der
analysierten Klone zu identifizieren. Das dazugehörige cDNA-Fragment wurde dann
verworfen und es wurde keine weitere Charakterisierung vorgenommen.
Es wurden 28 von 32 ausgewählten cDNA-Fragmenten erfolgreich isoliert und für
Sequenzanalysen kloniert. Darunter konnte in vier Klonierungen kein dominates DNA-
Insert identifiziert werden, so dass die Analyse dieser cDNA-Fragmente hier endete.
Über Sequenzvergleiche mit der S. solfataricus Genom-Datenbank (http://www-
archbac.u-psud.fr/projects/sulfolobus/ und http://niji.imb.nrc.ca/sulfolobus/private/
sulfolobus.html) wurden 18 verschiedene Proteingene identifiziert, zwei davon
mehrmals in unabhängigen DD-PCR-Raktionen. So wurden Teile des Gens für die
alpha-Untereinheit des Thermosoms in 5 verschiedenen cDNA-Fragmenten gefunden,
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die mit 3 verschiedenen Primer-Kombinationen amplifiziert worden waren (16-1/16-
2; 18-1/18-2; 18-5/18-6). Weiterhin wurde der ORF SSO1752 dreimal mit drei
verschiedenen Primerkombinationen amplifiziert (14-3/14-4; 16-3/16-4; 18-3/18-4).
Tabelle 7 zeigt eine Übersicht über die zugeordneten ORFs und die vorhergesagte
Funktion der codierten Genprodukte im Genom. Die identifizierten ORFs werden in
einem späteren Abschnitt näher vorgestellt, da zunächst die Transkriptmengen vor
und nach Hitzeschock quantifiziert werden sollten.
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SSO0110 hypothetisch, konserviert 616 18-1/18-2
SSO0171 hypothetisch, konserviert 571 16-1/16-2














SSO1087 hypothetisch 375 18-3/18-4





SSO1207 Pyruvat-Synthase, alpha-Kette 592 20-1/20-2
SSO1256 coiled-coil Protein 319 16-3/16-4
SSO1469 coiled-coil Protein 208 14-1/14-2
SSO1474 Transposase, putativ 131 18-1/18-2










Abbau Protein (PaaA, PhaF),
Ring-Oxidation
174 18-5/18-6 spät*
SSO2087 hypothetisch 246 18-5/18-6 spät*









1: ORF-Bezeichnung im S. solfataricus Genom (http://www-archbac.u-psud.fr/projects/sulfolobus/)
2: Länge des cDNA-Fragments, das aus dem Polyacrylamidgel isoliert und kloniert wurde
3: Primer, die in der DD-PCR zur Amplifizierung des jeweiligen cDNA-Fragmentes eingesetzt wurden
4: Induktionsmuster, wie es im Autoradiogramm der DD-PCR nachgewiesen wurde. Von links nach
rechts: 0, 5, 15 und 30 Minuten Hitzeschock bei 88°C.
*: Darstellung der cDNA-Fragmente war aufgrund der schlechten Qualität des Autoradiogramms nicht
möglich. Die Mengen der Fragmente waren nach 30 min am höchsten (= spätes Muster).
§: Isoliertes cDNA-Fragment mit unverändertem Muster vor und nach Hitzeschock.
